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Die Entwicklung superauﬂösender Fluoreszenzmikroskopie ermöglicht es, die naturgege-
bene Beugungsgrenze des Lichtes von rund 250 nm zu überwinden und somit Objekte im
Nanometerbereich besser und genauer abzubilden. Um die Auﬂösung von Mikroskopen zu
testen sowie Vergleiche zwischen unterschiedlichen superauﬂösenden Methoden zuverläs-
sig zu gestalten, eigenen sich am besten ﬂuoreszenzmarkierte DNA-Origami-Strukturen,
sogenannte Nanometerlineale. Dabei handelt es sich um DNA-basierte, programmierbare,
selbstassemblierte Nanostrukturen, welche als molekulare Plattform zum Platzieren von
DNA-funktionalisierten Fluorophoren in einem frei wählbaren Abstand mit ca. 1 nm Prä-
zision fungieren. Im Rahmen dieser Arbeit wurde untersucht, wie photophysikalische Ei-
genschaften der synthetischen Cyanin-Farbstoﬀe auf Einzelmolekülebene im Hinblick auf
die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmethode dSTORM optimiert werden konnten.
Das Augenmerk dieser Untersuchungen lag auf der Maximierung der Photonenzahl pro
Anzustand bzw. Lokalisierung, indem dSTORMmit unterschiedlichen Triplett-Quenchern
wie Cyclooctatetraen und einem Redoxsystem (ROXS) kombiniert und miteinander ver-
glichen wurde. In beiden Fällen konnten die Anzustände signiﬁkant verlängert werden,
wobei unterschiedliche Wirkungsmechanismen der eingesetzten Triplett-Quencher iden-
tiﬁziert wurden. Die Untersuchungsergebnisse einzelner Farbstoﬀe konnten anhand der
DNA-Origami-Nanometerlineale direkt auf die Superauﬂösungsmikroskopie übertragen
werden, so dass eine Verdreifachung der Photonenzahl pro Lokalisierung realisiert wurde.
Ein weiteres Ziel dieser Arbeit bestand darin, die Fluoreszenzmarkierungen für DNA-
Origami-Strukturen mit ﬂuoreszierenden Proteinen wie EYFP (enhanced yellow ﬂuores-
cent protein) zu erweitern. Hierzu wurden ﬂuoreszierende Proteine mittels Genexpression
in E. coli -Zellen produziert und unter Aufrechterhaltung der Fluoreszenzfähigkeit stö-
chiometrisch kontrolliert an DNA gekoppelt. Einzelmolekül-Fluoreszenzuntersuchungen
unter Benutzung der DNA-Origami-Strukturen ergaben zwar ein Blinkverhalten im Mil-
lisekundenbereich, jedoch blieben die photophysikalischen EYFP-Eigenschaften wie z.B.
Photostabilität optimierungsbedürftig. Unter Benutzung von chemischen Bedingungen
der dSTORM-Superauﬂösungsmethode (Sauerstoﬀentzug und aliphatische Thiole) konn-
te ein stark stabilisierender Eﬀekt auf EYFP-Moleküle festgestellt werden. Diese Ergeb-
nisse wurden ebenso anhand der lokalisierungsbasierten Superauﬂösungsmikroskopie der
mit EYFP markierten Nanometerlineale und Mikrotubuli in Vero-Säugerzellen veriﬁziert.
Dieser stabilisierende Eﬀekt äußerte sich in superaufgelösten Bildern durch eine erhöhte
Zahl an erhaltenen Lokalisierungen und somit durch verbesserte Qualität und mehr struk-
7
1 Kurzfassung
turelle Information. Im letzten Schritt wurden nanometrologische Untersuchungen unter-
nommen, um die DNA-Origami-Nanometerlineale, welche bis jetzt nur als Teststrukturen
benutzt wurden, zu Standards im nanometrischen Längenbereich weiterzuentwickeln. In
Kooperation mit der PTB aus Braunschweig wurde ein Kalibrierverfahren für die Rück-





Es wurde schon im 16. Jahrhundert versucht, kleine Objekte unter einem Lichtmikro-
skop zu vergrößern. Aufgrund der Wellennatur des Lichtes beträgt die Auﬂösung jedes
Lichtmikroskops in etwa die Hälfte der Wellenlänge (ca. 250 nm), was der Größe einer
Zellorganelle entspricht. Somit blieb das Mikroskop für die Auﬂösung kleinerer Struktu-
ren blind. Der Fortschritt und zahlreiche wissenschaftliche Erkenntnisse in den Bereichen
der Biologie und Medizin sowie in ähnlichen naturwissenschaftlichen Teildisziplinen sind
eng an die Entwicklung neuer und leistungsstarker Mikroskopiemethoden gekoppelt. Die
Entwicklung der Elektronenmikroskopie in den 30er Jahren des 20. Jahrhunderts stellte
einen Meilenstein in der Mikroskopie dar. Diese Methode übertraf das Auﬂösungsver-
mögen der Lichtmikroskopie um das Tausendfache, da die Elektronenstrahlen wesentlich
geringere Wellenlängen haben. Der Nachteil der Elektronenmikroskopie besteht jedoch in
den harschen Aufnahmebedingungen wie Vakuum und hochenergetische Strahlen, die für
viele biologische Untersuchungen schlecht geeignet sind. Hingegen sind lichtmikroskopi-
sche Methoden deutlich schonender. Dabei spielt Fluoreszenzmikroskopie eine wichtige
Rolle, bei der ﬂuoreszenzmarkierte Objekte abgebildet werden. Das Problem vieler biolo-
gischer Proben besteht im mangelhaften Kontrast transparenter Materialien, so dass die
kontrastgebende, speziﬁsche Fluoreszenzmarkierung von Vorteil ist. Seit der Entwicklung
der Einzelmoleküldetektion [1, 2] in den frühen 90er Jahren erlangen die ﬂuoreszenzba-
sierten Techniken eine stetig wachsende Popularität und ermöglichen die Erschließung
komplett neuer Forschungsfelder. Zunehmend stiegen die Anforderungen an die Fluo-
reszenzfarbstoﬀe, denn sie wurden nicht mehr nur als einfache Lichtpunkte einer Farbe
betrachtet, sondern ihre Auswahl war eng an die Speziﬁtät der experimentellen Fragestel-
lungen gebunden. Der Bedarf an einer detaillierten Charakterisierung und Optimierung
photophysikalischer und spektroskopischer Eigenschaften der Farbstoﬀe trieb andererseits
die Weiterentwicklung der Einzelmolekül-Fluoreszenzmethoden voran. Die Entdeckung
einer gezielten Anpassung der photophysikalischen Eigenschaften der Farbstoﬀe auf Ein-
zelmolekülebene durch externe chemische Bedingungen stellt einen weiteren Meilenstein
der Entwicklung in der Fluoreszenzmikrokopie dar. Auf diese Weise konnte beispielsweise
unter Zugabe eines Redoxsystems (ROXS) [3] ein über mehrere Minuten stabiles Fluores-
zenzsignal generiert werden. Durch Zugabe von aliphatischen Thiolen und unter Einsatz
einer Reaktivierungslichtquelle wurde alternativ ein molekularer reversibler Photoschalter
erzeugt [4, 5]. Der entscheidende Vorteil dieser externen Modulation der Fluoreszenz durch
die chemische Umgebung oder durch Licht ist ihre Universalität, so dass die Eigenschaf-
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ten desselben Farbstoﬀs an die gewünschten experimentellen Anforderungen angepasst
werden können. Nach wie vor stand jedoch die scheinbar unüberwindbare Beugungsgren-
ze der Fluoreszenzmikroskopie vielen Anwendungsmöglichkeiten im Wege. Das Problem
aus einer anderen Perspektive zu betrachten, brachte schließlich den Durchbruch. Der Lö-
sungsansatz bestand darin, die naturgegebene Beugungsgrenze nicht zu brechen, sondern
durch geschickte und geistreiche Tricks zu umgehen. Diese Methoden werden als Superauf-
lösungsmikroskopie bezeichnet. Die erste praktisch realisierte Superauﬂösungsmethode ist
die STED Mikroskopie (STED: stimulated emission depletion) (1999), bei der das eﬀek-
tive fokale Anregungsvolumen künstlich verkleinert wird [6]. Eine weitere sehr verbreitete
Technik wird als sogenannte lokalisierungsbasierte Superauﬂösungstechnik [7] bezeichnet
(s. Abbildung 2.1), die eine zentrale Rolle in dieser Arbeit spielt. Sie beruht auf dem
Prinzip der Lokalisation bzw. Bestimmung der Position einzelner Emitter, die zeitlich
und räumlich separat voneinander im beugungsbegrenzten Regime detektiert werden.
Abbildung 2.1: (a) 2-Farben beugungsbegrenztes und (b) superaufgelöstes Bild von zellulä-
ren Mikrotubuli und Clathrin-umhüllten Vesikeln durch lokalisierungsbasierte
Superauﬂösungsmikroskopie [8].
Es gibt zahlreiche Wege, um diese zeitliche Modulation der Fluoreszenz zu realisieren. Da-
zu gehört z.B. das oben erwähnte reversible Photoschalten durch Thiole (d)STORM, tran-
sientes Anbinden diﬀundierender Fluorophore an die zu untersuchende Struktur (DNA-
PAINT) [9] sowie irreversible Photoaktivierung (PALM) [10]. Die letztere galt in ihrer
ersten Realisierung für ﬂuoreszierende Proteine, die als genetisch kodierte Fluoreszenz-
marker bevorzugt für Bildgebung lebender Zellen eigensetzt werden. Im Regelfall führen
diese Superauﬂösungstechniken zu einer verbesserten lateralen Auﬂösung von ca. 20 nm.
Die herausragende Rolle dieser Methoden wurde durch die Verleihung des Nobelpreises
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für Chemie 2014 unterstrichen. Die Weiterentwicklung bestehender und Etablierung neu-
er superauﬂösenden Methoden in 2D und 3D schreitet ungebrochen voran. Angesichts
dieser Entwicklung stellt sich die Frage, wie diese Methoden zuverlässig miteinander ver-
glichen werden können und wie ihr maximales Auﬂösungsvermögen getestet werden kann.
Notwendig sind Nanostrukturen mit einem Muster aus Fluoreszenzmarkierungen mit klar
deﬁnierten, homogenen und reproduzierbaren Eigenschaften bezüglich des aufzulösenden
Abstands und der Markierungsdichte. Konventionell wurden ﬂuoreszenzmarkierte Fila-
mente (Mikrotubuli, Aktinﬁlamente, s. Abbildung 2.1, grün) zu diesem Zwecken einge-
setzt, die aber nur bedingt die gestellten Anforderungen erfüllen. Der gemessene Abstand
zwischen zwei zufällig parallel verlaufenden Filamenten wurde häuﬁg zur Demonstration
der Auﬂösung benutzt. Die Anordnung dieser Filamente ist jedoch nicht reproduzierbar
und der erwartete theoretische Abstand ist immer eine Unbekannte. Außerdem entspricht
der aufgelöste Abstand nicht immer dem maximal möglichen Auﬂösungsvermögen der je-
weiligen Methode. Die neuesten Entwicklungen der strukturellen DNA-Nanotechnologie
lieferten hierfür 2006 einen völlig neuen Ansatz, indem DNA in programmierbare artiﬁzi-
elle Strukturen im Nanometerbereich gefaltet werden kann [11] (s. Abbildung 2.2).
Abbildung 2.2: DNA-Origami-Nanostrukturen [12], Maßstabbalken: 50 nm (a), 20 nm (b-e),
75 nm (f), 50 nm (g), 100 nm (h), 20 nm (i), 50 nm (j).
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Ein hohes Maß an Reproduzierbarkeit und Parallelisierung sowie die Möglichkeit zu un-
komplizierter Platzierung von Farbstoﬀmolekülen mit ca. 1 nm Präzision begünstigte die
Entwicklung von sogenannten DNA-Origami-Nanometerlinealen bzw. Teststrukturen. Da-
bei handelt es sich um selbstassemblierte DNA-Strukturen, die mit zwei oder mehreren
Fluoreszenzmarkierungen in gewünschtem Abstand von wenigen Nanometern bis zu ca.
350 nm ausgestattet werden können.
Im Rahmen dieser Arbeit wurde demonstriert, wie vorteilhaft die DNA-Origami-Nanotech-
nologie in photophysikalischen Untersuchungen von synthetischen organischen Fluores-
zenzfarbstoﬀen sowie ﬂuoreszierenden Proteinen im Hinblick auf die für die Superauﬂö-
sungsmikroskopie relevanten Eigenschaften eingesetzt werden können. Diese photophy-
sikalischen Optimierungsprozesse konnten dank der DNA-Origami-Teststrukturen quali-
und quantitativ untereinander verglichen werden. Die Kombination von ﬂuoreszierenden
Proteinen mit der DNA-Origami-Nanotechnologie beﬁndet sich gerade erst am Anfang
ihrer Entwicklung. Im Rahmen dieser Arbeit wurden entscheidende Beiträge dazu geleis-
tet, diese Methode zu etablieren. Seit 2009 entwickelten sich ﬂuoreszenzmarkierte DNA-
Origami-Strukturen hinsichtlich der Anwendung in der Superauﬂösungsmikroskopie von
experimentellem Beweis der prinzipiellen Machbarkeit bis zu Entwicklung von kommerziell
erhältlichen Teststrukturen. Um diese Teststrukturen als Standard für die Nanometerlän-
genskala zu bezeichnen, müssen sie unter Berücksichtigung zahlreicher nanometrologischer
Aspekte kalibriert werden. Dabei kann die etablierte metrologische Herangehensweise in
der makroskopischen Längenskala nur als grobe Richtlinie fungieren. Die Herausforde-
rungen der Nanometrologie bestehen in der Fülle und der komplexen Verﬂechtung der
Einﬂussfaktoren, die aber identiﬁziert und quantitativ abgeschätzt werden müssen. Im
Rahmen dieser Arbeit wurden die ersten Schritte in Richtung der Standardisierung der
DNA-Origami-Nanometerlineale unternommen, indem ein Kalibrierverfahren für die Mes-




In diesem Kapitel werden die theoretischen Grundlagen vermittelt, die für diese Arbeit von
grundlegender Relevanz sind. Sie umfassen Fluoreszenz, photophysikalische Eigenschaften
der Fluorophore, Superauﬂösungsmikroskopie und DNA-Origami-Nanotechnologie.
3.1 Grundlagen der Fluoreszenzmikroskopie
3.1.1 Fluoreszenz
Fluoreszenz wird als spontane Lichtemission infolge einer elektronischen Anregung be-
zeichnet. Die elektronische Anregung erfolgt durch Absorption eines Lichtquants (Pho-
ton) geeigneter Wellenlänge. Die Zusammenhänge zwischen Absorption und Emission las-
sen sich durch das Jablonski-Diagramm veranschaulichen [13] (s. Abbildung 3.1 a). Die
meisten Moleküle beﬁnden sich zunächst im Schwingungsgrundzustand (v=0) des elek-
tronischen Singulett-Grundzustands (S0). Infolge der Anregung geht das Molekül in den
ersten elektronisch angeregten S1-Energiezustand mit unterschiedlichen Schwingungszu-
ständen über. Aufgrund der deutlich geringeren Masse der Elektronen im Vergleich zu
Atomkernen ﬁndet der Wechsel zwischen den Zuständen S0 und S1 so schnell (10−15 s)
statt, dass sich der Kernabstand und somit die Molekülgeometrie kaum ändert. Die-
ser Sachverhalt wird als Franck-Condon-Prinzip (s. Abbildung 3.1 b) bezeichnet. Dem-
nach sind diejenigen Übergänge (S0→ S1) am wahrscheinlichsten, bei denen die jeweiligen
Vibrationswellenfunktionen am ähnlichsten sind. Daraus lässt sich die Intensitätsvertei-
lung in Absorptionsspektren ableiten. Angeregte Schwingungszustände relaxieren danach
strahlungslos in den Schwingungsgrundzustand (v′=0) des S1-Zustands (Schwingungs-
relaxation). Die Energie wird in Bewegungsenergie (Wärme) umgewandelt. Von da aus
fällt das elektronisch angeregte Molekül nach einer Zeitspanne im ns-Bereich (sogenannte
Fluoreszenzlebensdauer) spontan unter Fluoreszenzemission zurück in den S0-Zustand.
Die Fluorophore (in Lösung und bei Raumtemperatur) ﬂuoreszieren also immer aus
dem S1-Schwingungsgrundzustand (Kasha-Regel). Dieser Übergang kann allerdings auch
strahlungslos (IC, engl. internal conversion) stattﬁnden. Aufgrund der oben erwähnten
Schwingungsrelaxation innerhalb des S1-Zustands ist das emittierte Fluoreszenzlicht im-




Abbildung 3.1: (a) Jablonski-Diagramm mit entsprechenden Übergängen mit jeweiligen Ra-
ten (k) zwischen Singulett-Zuständen (S0, S1) und Triplett-Zustand (T1). (b)
Franck-Condon-Prinzip beschreibt, dass die Übergänge zwischen den elektroni-
schen Zuständen S0 und S1 umso wahrscheinlicher stattﬁnden, wenn die Wellen-
funktionen der Vibrationsniveaus (v) in S0 und S1 bei gegebenem Abstand am
ähnlichsten sind bzw. am besten überlappen. Diese bevorzugten Übergänge sind
als Pfeile (grün, orange) dargestellt.
Das Franck-Condon-Prinzip gilt auch für die Emission. Die Intensitätsverteilung eines
Emissionsspektrums spiegelt die Schwingungsstruktur des elektronischen Grundzustands
wider. Sind die Schwingungsstrukturen im S0 und S1 ähnlich, so sind Emissions- und Ab-
sorptionsspektren spiegelbildlich. Es gibt eine weitere Möglichkeit des indirekten Über-
gangs aus dem S1- in den S0-Zustand über den angeregten Triplett-Zustand (T1) unter
Spinumkehr (Interkombination oder engl. Intersystem Crossing, ISC). Nach der Schwin-
gungsrelaxation kann die Lebensdauer des T1-Schwingungsgrundzustands im Bereich von
Millisekunden bis Sekunden liegen, da der Übergang von T1 nach S0 spinverboten ist.
Aus diesem Grunde fällt die Triplett-Besetzung dann mehr ins Gewicht, wenn Fluoropho-
re infolge einer erhöhten Anregungsintensität häuﬁger im S1-Zustand anzutreﬀen sind.
Die Entvölkerung des T1-Zustands kann strahlungslos oder in Form von Phosphoreszenz
erfolgen. Fluoreszierende Moleküle (s. Kapitel 3.1.4) weisen in vielen Fällen ein konjugier-
tes pi-Elektronensystem mit aromatischen Gruppen auf. Spektroskopische Eigenschaften
eines Fluorophors hängen stark von seiner chemischen Struktur ab und lassen sich durch
Fluoreszenzquantenausbeute (Φfl), Fluoreszenzlebensdauer (τfl) (s. Gleichungen 3.1 - 3.2)
sowie Helligkeit beschreiben. Die Helligkeit wird durch das Produkt aus der Fluoreszenz-
quantenausbeute und dem Extinktionskoeﬃzienten (max) bei der Wellenlänge maximaler
Absorption deﬁniert (s. Gleichung 3.3). Diese charakteristischen Eigenschaften hängen
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weitgehend von allen entvölkernden Prozessen ausgehend vom S1-Zustand (Emission, IC,
ISC) und somit von der chemischen Struktur des Fluorophores ab. Je kleiner die Ener-
gieunterschiede zwischen S0 und S1 bzw. S1 und T1 sind, desto stärker konkurriert der
IC-Prozess bzw. ISC-Prozess mit der Fluoreszenz.
Φfl =
kemis







kISC + kIC + kemis
(3.2)
Helligkeit = Φfl · εmax (3.3)
k = Raten für jeweilige Übergänge
Auf die unterschiedlichen Arten von Fluorophoren wird in Kapitel 3.1.4 eingegangen.
3.1.2 Fernfeld-Fluoreszenzmikroskopie
Im Rahmen dieser Arbeit liegt das Augenmerk der Fluoreszenzmikroskopie auf der De-
tektion einzelner Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle.
Obwohl die ersten ﬂuoreszenzmikroskopischen Bilder schon im frühen 20. Jahrhundert
gemacht wurden, hielt die Fluoreszenzmikroskopie erst vor rund 30 Jahren massiv Einzug
in viele Bereiche der Naturwissenschaften. Dies basierte auf der Pionierarbeit, die von
Mörner [1] und Orrit [2] auf dem Bereich der Einzelmoleküldetektion in den frühen 90er
Jahren geleistet wurde. Fluoreszenzmikroskopie ist eine Spezialform der Lichtmikroskopie,
bei der ﬂuoreszenzmarkierte Objekte abgebildet werden. Somit wirkt das Fluoreszenz-
licht als kontrastgebend. Fernfeldoptische Techniken sind die am weitesten verbreiteten
Vertreter der Fluoreszenzmikroskopie. In Abbildung 3.2 a ist ein konventionelles fern-
feldoptisches Fluoreszenzmikroskop in vereinfachter Form abgebildet. Es handelt sich da-
bei um ein inverses Mikroskop mit Epi-Beleuchtung. Invers bedeutet, dass das Objektiv
sich unterhalb der Probe beﬁndet. Epi-Beleuchtung bedeutet, dass sowohl die Anregung
als auch die Emission von der gleichen Probenseite erfolgen. Die naturgemäß vorhandene
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Rot-Verschiebung des Fluoreszenzlichtes gegenüber dem Anregungslicht wird gezielt aus-
genutzt, um die Emission mittels eines dichroitischen Spiegels von dem Anregungslicht zu
trennen. Zu den populärsten fernfeldoptischen Techniken gehören unter anderen Weitfeld-
und konfokale Fluoreszenzmikroskopie (s. Abbildung 3.2 b-c).
Abbildung 3.2: (a) Ein allgemeiner Aufbau eines inversen Fluoreszenzmikroskops mit Epi-
Beleuchtung. Vereinfachte schematische Darstellung eines Weitfeld- (b) und ei-
nes konfokalen (c) Fluoreszenzmikroskops. Die Probenpunkte A bzw. C beﬁnden
sich in der Schärfeebene des Objektivs, der Punkt B ist dagegen außerhalb der
Schärfeebene. In der Weitfeldkonﬁguration tragen die Abbildungen aller drei
Punkte zur Bildentstehung bei. Im konfokalen Mikroskopaufbau werden dage-
gen alle Fluoreszenzsignale außerhalb der Schärfeebene weitgehend durch eine
Lochblende eliminiert, was zu einem besseren Signal-Rausch-Verhältnis führt.
Der entscheidende Unterschied zwischen ihnen besteht hauptsächlich in der Ausleuchtung
der Probe. In der Weitfeldmikroskopie werden alle Bildpunkte innerhalb eines Probenbe-
reichs mit einem parallelen Anregungslicht entlang der optischen z-Achse ausgeleuchtet
und gleichzeitig detektiert (z.B. mit einer CCD-Kamera, engl. charge-coupled device). Je
nach Belichtungsdauer des Detektors (Integrationszeit) entsteht so ein zweidimensiona-
les Weitfeldbild der Probe. Der Nachteil dabei ist, dass auch das Fluoreszenzlicht der
Moleküle detektiert wird, die sich außerhalb der Schärfenebene beﬁnden, was das Signal-
Rausch-Verhältnis deutlich verschlechtert. Konfokale Fluoreszenzmikroskopie ist eine so-
genannte punktweise messende Methode. Dabei wird die Probe mit einem fokussierten
Anregungslichtstrahl (Anregungsfokus) ausgeleuchtet und Pixel für Pixel abgerastert. Ei-
ne Lochblende im Detektionskanal sorgt dafür, dass das störende Signal außerhalb der
Schärfeebene weitgehend blockiert wird. Aus diesem Grunde hat ein konfokales Mikro-
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skop ein besseres Signal-Rausch-Verhältnis.
Um das Signal-Rausch-Verhältnis eines Epi-Weitfeldmikroskops zu verbessern, wurde die
sogenannte interne Totalreﬂexions-Fluoreszenzmikroskopie (engl. total internal reﬂection
ﬂuorescence microscopy, TIRF) entwickelt (s. Abbildung 3.3).
Abbildung 3.3: (a) Schematische Darstellung der Anregung unter totaler interner Reﬂexion
(TIRF), die eine Spezialform der Weitfeldmikroskopie ist. Vergleich der Fluores-
zenzbilder der konventionellen (b) Weitfeld- und (c) TIRF-Mikroskopie. Abge-
bildet sind ﬂuoreszenzmarkierte Aktinﬁlamente einer MDCK-Zelle (engl. Madin-
Darby canine kidney) [14].
Dabei wird nicht die gesamte Probe mit wässriger Umgebung in z-Richtung ausgeleuch-
tet, sondern nur wenige hundert Nanometer des deckglasnahen Bereichs (s. Abbildung
3.3 a). Totale interne Reﬂexion ist ein physikalisches Phänomen, das in Abhängigkeit
vom Einfallswinkel (θ) des Lichtstrahls im Grenzbereich zweier transparenter Medien
unterschiedlicher optischer Dichte auftritt (z.B. Glas/Wasser). Hierfür muss der Anre-
gungslichtstrahl unter einem ﬂachen Winkel θ, der größer ist als der sogenannte kritische
Winkel θc (Glas/Wasser)= 61 ◦, ins Mikroskop bzw. am Rande des Objektivs eingekop-
pelt werden (s. Gleichung 3.4). Dies wird durch den Einsatz eines Objektivs mit hoher
numerischer Apertur NA≥ 1,4 ermöglicht. An der Grenze zwischen Deckglas und Probe
im wässrigen Medium wird das einfallende Licht nahezu vollständig ins Ausgangsmedium
(Glas) zurückreﬂektiert. Dabei entsteht im Grenzbereich ein evaneszentes Lichtfeld, das
sich ins optisch dünnere Medium (Probe) ausbreitet. Die Intensität I(z) des evaneszenten
Lichtfelds nimmt dabei exponentiell in z-Richtung ab (s. Gleichung 3.5). Mit steigen-
dem Einfallswinkel wird die Eindringtiefe r reduziert, wobei mit steigender Wellenlänge
r dagegen erhöht wird (s. Gleichung 3.6). Die Eindringtiefe des Anregungslichtes in die
Probe hinein kann somit normalerweise auf ca. 60 - 150 nm minimiert werden. In dieser
TIRF-Konstellation kann daher die Probenschicht direkt hinter dem Deckglas untersucht
werden, ohne dass dabei störende Hintergrundsignale aus höher liegenden Bereichen der
Probe mitdetektiert werden.
Somit eignet sich TIRF-Mikroskopie hervorragend für die Untersuchung von beispielswei-
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n = Brechungsindex des jeweiligen Mediums
θc = Kritischer Winkel
I0 = Anfangsintensität des evaneszentes Lichtfeldes
3.1.3 Einzelmoleküldetektion
Das Fluoreszenzlicht ist von der Intensität her deutlich schwächer als das Anregungslicht.
Daher besteht die besondere experimentelle Herausforderung der Einzelmolekülmikrosko-
pie darin, das schwache Fluoreszenzlicht einzelner Moleküle vom Rauschen zu unterschei-
den. Zum Bildrauschen trägt das sogenannte Schrotrauschen (engl. shot noise) bei [15].
Ergänzend dazu wird das Bildrauschen in Form von Hintergrundrauschen durch Streupro-
zesse des Anregungslichtes, ﬂuoreszierende Verunreinigungen, Fluoreszenz der Moleküle
außerhalb der Fokusebene sowie Ausleseprozesse des Signals am Detektor ausgelöst [15].
Das Schrotrauschen hat einen besonderen Stellenwert, da es sich durch jegliche Optimie-
rung von Detektoren und optischen Elementen der Mikroskope nicht beeinﬂussen lässt. Es
tritt immer beim Messen von Lichtintensitäten auf und gilt als Konsequenz der stochasti-
schen und diskreten Natur der Photonenemission. Shot noise verursacht zeitliche Schwan-
kungen der Lichtintensität innerhalb der Pixel, auf denen ein Fluorophor beim Aufnehmen
abgebildet wird. Das Schrotrauschen weist eine Poisson-Verteilung auf. Dessen Standard-
abweichung ist proportional zur Quadratwurzel der einfallenden mittleren Lichtintensität,
wobei die Signalamplitude direkt proportional zur Lichtintensität (N) bzw. Photonenzahl
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ist. Das Signal-Rausch-Verhältnis nimmt daher mit steigender Lichtintensität zu (s. Glei-
chung 3.7). Dies hat zur Folge, dass in der Einzelmolekül-Fluoreszenzmikroskopie ein








Abbildung 3.4: Vergleich zwischen Ensemble- und Einzelmolekülmessungen für photophy-
sikalische Untersuchungen ﬂuoreszierender Farbstoﬀmoleküle. (a) Ensemble-
Messungen in Form von Absorptions- und Emissionsspektren einer wässrigen
Lösung eines Fluoreszenzfarbstoﬀs gleicher Konzentration, der in zwei Formen
(I, II) je nach Puﬀerbedingungen vorliegen kann. (b-c) Einzelmolekülmessungen
liefern zeitlichen Fluoreszenzintensitätsverlauf (sogenannte Spur) der entspre-
chenden Farbstoﬀmolekülformen. Form (I) weist ein stabiles Fluoreszenzsignal
auf, bis sie nach ca. 4 s photoinduziert zerstört wird. Form (II) weist ein ﬂuktuie-
rendes Fluoreszenzsignal in Form von An- und Auszuständen auf. Die Abnahme
der Fluoreszenzintensität der Form II in (a) ist auf das aufgetretene Blinkver-
halten der Moleküle zurückzuführen, was anhand der Emissionsspektren kaum
zu erschließen ist. Die aufgeführten Daten sind überwiegend hypothetisch und
orientieren sich am Beispiel spontan blinkender Si-Rhodamin-Farbstoﬀe [16].
Die wichtigsten Anforderungen für die Detektion auf Einzelmolekülniveau bestehen im
Einsatz von hochwertigen optischen Bauteilen wie z.B. von einem dichroitischen Spie-
gel, einem Emissionsﬁlter, einem Objektiv mit hoher numerischer Apertur sowie von ei-
nem Einzelphotonen-empﬁndlichen Detektor mit niedrigem Rauschpegel (z.B. EMCCD-
Kamera, engl. electron multiplying charge-coupled device bzw. APD, engl. avalanche
photodiode). Des Weiteren ist auch eine starke Verdünnung der Fluorophorlösung (ca.
10−10 M) notwendig. Fluoreszenzbasierte Untersuchungen auf Einzelmolekülniveau ha-
ben zahlreiche Vorteile, da in Ensemblemessungen viele molekulare Parameter infolge von
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Mittelungsprozessen verborgen bleiben oder unvollständig aufgeklärt werden [17]. Ein-
zelmolekülmessungen liefern in den meisten Fällen eine Verteilung der Charakteristika
anstatt eines gemittelten Wertes. Eine präzise Echtzeit-Beobachtung einzelner Moleküle
ermöglicht die Identiﬁzierung von unterschiedlichen Subpopulationen (z.B. durch Kon-
formationsänderungen), Positionsbestimmung der Moleküle mit Nanometer-Präzision (s.
Kapitel 3.2), Untersuchungen von Diﬀusions- und Transportprozessen [18] sowie von pho-
tophysikalischen Vorgängen ﬂuoreszierender Farbstoﬀmoleküle [3, 4] (s. Abbildung 3.4).
Eine ständige Entwicklung und Optimierung von Laser- und Detektortechnologien so-
wie von automatisierten kommerziell erhältlichen Mikroskopsystemen führte dazu, dass
Einzelmolekül-Fluoreszenzmikroskopie zu einer Routinetechnik insbesondere in biochemi-




Fluorophore können sehr unterschiedlichen Ursprungs sein, und zwar synthetisch anor-
ganischen, organischen und biologischen. Der ersten Kategorie, die im Rahmen dieser
Arbeit kaum eine Rolle spielt, gehören z.B. nanoskopische Materialstrukturen aus Halb-
leitermaterial (Quantenpunkte) oder Diamanten an. Zu der zweiten Gruppe gehören
meistens relativ kleine synthetische organische Farbstoﬀe, die ein planares konjugiertes
pi-Elektronensystem meistens mit aromatischen Gruppen aufweisen. Bei der dritten Farb-
stoﬀklasse handelt es sich z.B. um Proteine mit aromatischen Aminosäuren (z.B. Tryp-
tophan) und viel häuﬁger um ﬂuoreszierende Proteine, die in ihrem Inneren ein Fluoro-
phorzentrum tragen. Es gibt auch zahlreiche intrazelluläre Stoﬀe wie z.B. Vitamine (B2,
A1), die besonders im kurzwelligeren sichtbaren Bereich autoﬂuoreszent sind.
3.1.4.1 Organische Fluoreszenzfarbstoﬀe Der Schwerpunkt dieses Unterkapitels lie-
gt auf den organischen Fluoreszenzfarbstoﬀen [19]. Mit dem Einzug der Einzelmolekül-
Fluoreszenzmikroskopie in den frühen 90er Jahren gewannen organische ﬂuoreszierende
Farbstoﬀe und deren Eigenschaften zunehmend an Bedeutung. Grob gibt es zwei Farb-
stoﬀklassen, die in den ﬂuoreszenzbasierten Anwendungen am meisten eingesetzt werden.
Dabei handelt es sich um Farbstoﬀe mit Xanthen- und Polymethin-Grundstruktururen
[19] (s. Abbildung 3.5). Die spektroskopischen Eigenschaften der ersten Xanthen-basierten
Farbstoﬀe befanden sich im kurzwelligen sichtbaren elektromagnetischen Bereich (z.B.
Rhodamin 110, λabs/max = 497 nm, λemis/max = 520 nm, Φfl = 0,9). Sie weisen zwar
eine hohe strukturelle Rigidität und somit eine hohe Fluoreszenzquantenausbeute so-
wie photochemische Stabilität auf, für biologische Zwecke sind aber häuﬁger Fluores-
zenzfarbstoﬀe im langwelligen Bereich von Vorteil, optimal Absorptionsmaximum ober-
halb von ca. 600 nm. Der Fluoreszenzhintergrund ist besonders stark im blauen Be-
reich aufgrund der Autoﬂuoreszenz der meisten biologischen Proben (s.o.) sowie aufgrund
der 1/λ4-Abhängigkeit der Eﬃzienz der Lichtstreuung (z.B. Rayleigh-Streuung) von der
Anregungswellenlänge (λ). Eine der Möglichkeiten, die spektroskopischen Eigenschaften
Xanthen-basierten zum langwelligeren Bereich zu verschieben, besteht in der Alkylie-
rung der Aminogruppen. Diese chemische Modiﬁkation führt z.B. zu Atto532 (λabs/max
= 532 nm, λemis/max = 552 nm, Φfl = 0,9) und zu einem Farbstoﬀ mit viergliedrigen
Azetidin-Ringen der Aminogruppen (λabs/max = 549 nm, λemis/max = 571 nm, Φfl = 0,9).




Abbildung 3.5: Chemische Strukturen der wichtigsten synthetischen organischen Fluoreszenz-
farbstoﬀe mit Xanthen- und Polymethin-Grundstruktururen
Diese Farbstoﬀklasse wird als Oxazine bezeichnet (Atto655: λabs/max = 663 nm, λemis/max
= 680 nm, Φfl = 0,3). Auch Rhodamine mit alkylierten Aminogruppen sowie einem zen-
tralen Kohlenstoﬀatom anstatt des Stickstoﬀatoms, sogenannte Carborhodamine, sind
stark rotverschoben (Atto647N: λabs/max = 646 nm, λemis/max = 664 nm, Φfl = 0,65).
Eine weitere Farbstoﬀgruppe sind Polymethinfarbstoﬀe, die auch als Cyanine bezeichnet
werden. Die bekanntesten Vertreter dieser Klasse sind Indocarbocyanine, bei denen zwei
Indolgruppen über eine Abfolge von Methingruppen miteinander verbunden sind. Län-
gere Polymethingruppen weisen rotverschobene Absorptions- und Emissionsspektren auf
(Cy3 vs. Cy5, s. Abbildung 3.5). Diese Abhängigkeit lässt sich analog zur Modellvorstel-
lung des linearen Potentialtopfes veranschaulichen. Cyanin-Farbstoﬀe gelten strukturell
als weniger stabil z.B. aufgrund von cis-trans-Photoisomerisierung und sind daher vie-
len Xanthen-basierten Farbstoﬀen in ihren photophysikalischen Eigenschaften unterlegen
(niedrige Fluoreszenzquantenausbeute und Lebensdauer, schnelles Photobleichen). Wird
nun die Polymethinkette durch zusätzliche Ringstrukturen verbrückt wie im Falle von
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Cy3B, erhöht sich mit der strukturellen auch die photophysikalische Stabilität (Cy3: Φfl
= 0,1, τfl = 0,2 ns; Cy3B: Φfl = 0,73, τfl = 2,4 ns) [20]. Sowohl bei den Xanthen- als auch
bei Polymethin-Farbstoﬀen wird die Wasserlöslichkeit durch zusätzliche Sulfonsäuregrup-
pen erhöht, was gleichzeitig die Aggregationsneigung der Farbstoﬀmoleküle herabsetzt.
3.1.4.2 Fluoreszierende Proteine Zu der Fluorophorgruppe biologischen Ursprungs
gehören ﬂuoreszierende Proteine (FP), die in den biolumineszierenden Meeresorganis-
men vorkommen. Das grün ﬂuoreszierende Protein (Wildtyp GFP, wtGFP) wurde in den
60er Jahren von Osamu Shimomura als das erste ﬂuoreszierende Protein in der Qual-
le Aequorea victoria entdeckt und isoliert. Durch die fortschreitende Entwicklung der
biotechnologischen Methoden Anfang der 90er Jahre rückte GFP immer mehr ins Blick-
feld der Wissenschaftler. Seit der erstmaligen wtGFP-Klonierung (1992) [21] sowie seit
der Implementierung von wtGFP als ﬂuoreszierender Marker in lebenden Zellen (1994)
[22] wurden ﬂuoreszierende Proteine zu einem wichtigen Instrument der Molekularbio-
logie. 1996 gelang die kristallographische Strukturaufklärung von wtGFP [23, 24]. Es
besteht aus 238 Aminosäuren und weist eine zylinderförmige Struktur (ca. 3 x 4 nm2) auf,
die aus 11 antiparallelen β-Faltblättern und einer α-Helix besteht (s. Abbildung 3.6).
Das C- und N-Ende beﬁnden sich auf der gleichen Seite oberhalb der Zylinder-Struktur.
Der Fluorophor beﬁndet sich in der Mitte der α-Helix, die wiederum mittig durch die
Zylinder-Struktur verläuft. Nach der Proteinfaltung von wtGFP beﬁnden sich drei Ami-
nosäuren Ser65-Tyr66-Gly67 in räumlicher Nähe, die durch chemische Reaktionen ein
Fluorophorzentrum (4-(p-Hydroxybenzyliden)-Imidaziolidin-5-on) bilden. Im Detail er-
folgt dies infolge eines nukleophilen Angriﬀs der Amidgruppe des Gly67 und anschlie-
ßender Dehydratation sowie Oxidationsreaktion der α-β-Bindung des Tyr66 durch den
molekularen Sauerstoﬀ [25] (s. Abbildung 3.6 b). Diese Fluorophorbildung läuft somit au-
tokatalytisch unter Anwesenheit von molekularem Sauerstoﬀ und somit ohne Beteiligung
Aequorea victoria-speziﬁscher Kofaktoren oder Enzyme ab. Es gibt aber auch Hinweise,
dass der Oxidationsschritt vor der Dehydratation in Reihenfolge der Fluorophorbildung
stattﬁndet [25]. Zudem benötigt wtGFP auch keine weiteren Substrate, damit das ge-
bildete Fluorophor nach der Anregung ﬂuoreszieren kann. Dank seiner Kompaktheit ist
wtGFP strukturell relativ stabil und hält hohen Temperaturen (bis zu 65 ◦C) sowie den
meisten Proteasen stand [26]. Außerdem bleibt es über einen großen pH-Bereich (pH 6 -
10) strukturell stabil [27]. Interessanterweise weist wtGFP zwei Absorptionsmaxima, aber
nur ein Emissionsmaximum [22] auf (s. Abbildung 3.7). Das ist darauf zurückzuführen,
dass das Fluorophorzentrum in der protonierten (Tyr66-OH/λabs/max = 395 nm) und
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Abbildung 3.6: (a) 3D-Proteinstruktur von Aequorea victoria wtGFP [28], (b) Autokatalytische
Bildung des Fluorophorzentrums im wtGFP infolge einer post-translationalen
Zyklisierugsreaktion im Tripeptid (Ser65-Tyr66-Gly67).
deprotonierten (Tyr66-O−/λabs/max = 470 nm) Form absorbieren kann, wobei die ange-
regte deprotonierte Form der einzige ﬂuoreszierende Zustand (λemis/max = 509 nm) ist.
Durch Anregung von wtGFP in Hydroxy-Form wird die Acidität des Fluorophors erhöht,
so dass die ﬂuoreszierende Enolat-Form gebildet wird [29]. Die fassförmige umhüllende
Proteinstrukur hat eine stabilisierende Wirkung auf das Fluorophorzentrum, denn kleine
Proteinfragmente, die das Fluorophor enthalten, sind ﬂuoreszenzinaktiv [26].
Um die photophysikalischen Eigenschaften von wtGFP wie z.B. geringe Photostabilität,
Helligkeit und langsame Proteinfaltung sowie post-translationale Zyklisierugsreaktion zu
optimieren und spektral zu erweitern, wurden zahlreiche wtGFP-Variationen durch Muta-
genese der an der Fluorophorbildung beteiligten Aminosäuren (Ser65Tyr66Gly67) oder
der in räumlicher Umgebung zum Fluorophor beﬁndlichen Aminosäuren entwickelt. So
entstanden EGFP (E/enhanced) sowie FPs mit blau- rotverschobenen Spektraleigenschaf-
ten (blue, cyan, yellow ﬂuorescent proteins: BFP, CFP, YFP), s. Abbildung 3.8. Darüber
hinaus wurden rote FPs in anderen Meerlebewesen wie in Korallen (z.B. dsRED) gefunden
[30, 31]. EGFP weist zwei entscheidende Mutationen (Phe64Leu, Ser65Thr) auf [33]. Zum
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Abbildung 3.7: Absorptions- und Emissionsspektrum von wtGFP [22] mit den Absorptionsma-
xima bei 395/475 nm sowie Emissionsmaximum bei 508 nm.
Abbildung 3.8: Beispiele von Fluorophorzentren von spektral unterschiedlichen FPs [32].
einen führt die Mutation Phe64Leu dazu, dass die Proteinfaltung und Fluorophorbildung
bei EGFP deutlich schneller erfolgt als bei wtGFP. Dadurch können biologische Prozesse
in Zellen zu einem früheren Zeitpunkt verfolgt werden. Zum anderen ist EGFP auch heller
und photostabiler als das wtGFP. Diese Eigenschaft ist auf die Mutation Ser65Thr zurück-
zuführen, da dadurch die anionische Form des Fluorophors in Tyr66 mit dem Absorptions-
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maximum bei 488 nm unter physiologischen Bedingungen gefördert wird. Die spektrosko-
pischen Eigenschaften bleiben jedoch infolge von Säure-Base-Gleichgewicht vom externen
pH-Wert abhängig [34]. Bei gelb ﬂuoreszierenden Proteinen (YFP) spielt die Mutation
Thr203Tyr eine tragende Rolle. Thr203 ist zwar nicht direkt an der Fluorophorbildung
beteiligt, beﬁndet sich jedoch in räumlicher Nähe zu Tyr66. Wird Thr203 durch die aro-
matische Aminosäure Tyr ersetzt, wechselwirken beide aromatische Elektronensysteme
miteinander. Diese stabilisierende pi-pi-Wechselwirkung zwischen Tyr203 und Tyr66 führt
zu einer Rotverschiebung von Absorptions- und Emissionsspektren (514 nm und 527 nm)
[35]. Bei EYFP tragen weitere Mutationen wie Ser65Gly, Val68Leu, Ser72Ala unter ande-
rem dazu bei, dass der pKs-Wert des Fluorophors im Vergleich zu wtGFP herabgesenkt
wird. Unter physiologischen Bedingungen bleibt das Protolysegleichgewicht bestehen, das
zugunsten der anionischen ﬂuoreszierenden Form verschoben wird. Auf Einzelmolekülni-
veau führt dieser Wechsel zwischen dem ﬂuoreszenzaktiven- und inaktiven Zustand zu
einem im Millisekundenbereich zeitlich ﬂuktuierenden Fluoreszenzsignal [36]. Des Wei-
teren kommt es im Falle von EYFP zu längeren Dunkelzuständen, die nicht mit dem
irreversiblen Photobleichen zu verwechseln sind. Durch UV-Bestrahlung wird das EYFP
in den ﬂuoreszierenden Zustand zurückgewonnen [37]. Diese beiden letzteren Eigenschaf-
ten von EYFP werden häuﬁg in der superauﬂösenden Fluoreszenzmikroskopie eingesetzt
(s. Kapitel 3.2.2.2). Der Austausch von Tyr66 durch Trp führt zu einer Blauverschiebung
der spektroskopischen Eigenschaften und resultiert das sogenannte cyan ﬂuorescent pro-
tein.
Durch endogene Expression des eingefügten FP-Gens in die DNA einer Zelle oder in-
folge der Fusion des FP-Gens an das Gen des zu untersuchenden Zielproteins erfolgt
die genetisch kodierte Fluoreszenzmarkierung (s. Abbildung 3.9). Dadurch werden die
mit exogenen Markierungsmethoden verbundenen Probleme wie z.B. Zellpermeabilität
und Markierungsspeziﬁtät- und Eﬃzienz vermieden [38]. Durch Anwendung verschiedener
Fluoreszenzmikroskopiemethoden ermöglichen ﬂuoreszierende Proteine eine nicht-invasive
Bildgebung in lebenden Zellen sowie Einblicke in intrazelluläre Prozesse wie z.B. Genex-
pression, Proteinlokalisierung und Transportprozesse [39, 40]. Auf die Anwendung von FPs
in der Superauﬂösungsﬂuoreszenzmikroskopie wird näher in Kapitel 3.2.2.2 eingegangen.
Durch die Erweiterung der spektralen Bandbreite von FPs wurden zahlreiche neue expe-
rimentelle Methoden in vivo mit Mehrfarbenmarkierung zugänglich wie z.B. Experimente
mit Protein-Kolokalisation, Konformationsänderungen sowie molekulare Wechselwirkung
via FRET (Förster-Resonanzenergietransfer) [27]. Eine empﬁndliche Reaktion der Fluo-
reszenzintensität von einigen FPs auf die Änderungen der pH-Werte oder der Halogenid-
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Abbildung 3.9: (a-f) Weitfeld-Fluoreszenzbilder von subzellulären Strukturen markiert
mit unterschiedlichen ﬂuoreszierenden Proteinen. Die Farbgebung der
Bilder ist an die Emissionsspektra der verwendeten FPs angepasst:
(a) blau-EBFP/Cytochrom-c-Oxidase Enzym in Mitochondrien, (b)
cyan-TFP1mFP/Aktin-Filamente (c) grün-mEmeraldFP/Zytokeratin-
Intermediärﬁlamente (d) gelb-mKOFP/Golgi-Apparat (e) orange-TagRFP/α-
Tubulin in Mikrotubuli (f) rot-mCherryFP/VimentinIntermediärﬁlamente
[41]. Der Maßstabbalken beträgt 10 µm.
konzentrationen macht sie zu optimalen Biosensoren von intrazellulären Milieuverände-
rungen [40]. Die autarke und Organismen-unabhängige Fähigkeit zur Faltung zur ﬂuo-
reszierenden Struktur sowie die Möglichkeit, mittels Gentechnik mit beliebigen anderen
Zielproteinen fusioniert zu werden, waren entscheidende Faktoren für die rasante Verbrei-
tung von FPs als ﬂuoreszierender Reporter in biochemischen Untersuchungen zahlreicher
Lebewesen. Die Nobelpreisverleihung 2008 für die Entdeckung und Erforschung von FPs
unterstreicht die Tragweite dieses Forschungsbereichs.
Neben diesen bahnbrechenden Entwicklungen sind jedoch einige Risiken und Limitierun-
gen mit der Verwendung von FPs verbunden. Eine der Limitierungen liegt in der Größe
von FPs begründet. Mit einer Länge von ca. 240 Aminosäuren und einer Masse von ca.
30 kDa liegt es nicht weit entfernt von der Größe der meisten zu untersuchenden Zielprotei-
ne. FPs als Reporter können somit die Eigenschaften des Fusionsproteins beeinﬂussen oder
gewisse Messergebnisse vortäuschen [38, 42]. Darüber hinaus sind ﬂuoreszierende Proteine
recht groß im Vergleich zu synthetischen organischen Fluoreszenzfarbstoﬀen. Ihre Größe
kann sich somit auf die Markierungsdichte limitierend auswirken (s. Nyquist-Kriterium,
Kapitel 3.2.2). Der Einsatz von FPs kann auch dadurch limitiert werden, dass FPs un-
27
3 Theoretische Grundlagen
tereinander unspeziﬁsch interagieren und sogar stabile Di- oder Multimere bilden können
[42]. Das kann zu vorgetäuschten Wechselwirkungen zwischen den markierten Zielprotei-
nen führen [38]. Ergänzend dazu sind die photophysikalischen Eigenschaften der meisten
FPs denen organischer Fluorophore deutlich unterlegen. Dies äußert sich in Form von
schnellem Photobleichen, niedrigen Extinktionskoeﬃzienten und Quantenausbeuten [42].
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3.1.5 Photophysikalische Eigenschaften von Fluorophoren
Der Schwerpunkt dieses Kapitels wird auf die Photophysik organischer Fluorophore ge-
setzt. Die photophysikalischen Eigenschaften von ﬂuoreszierenden Proteinen lassen sich
schlechter verallgemeinern als im Falle von organischen Fluoreszenzfarbstoﬀen und wer-
den in Kapiteln 3.1.4.2 und 3.2.2.2 erläutert.
Wie es aus dem allgemeinen Jablonski-Diagramm (s. Abbildung 3.1) hervorgeht, las-
sen sich die photophysikalischen Eigenschaften der Fluoreszenzfarbstoﬀe im Wesentlichen
durch ein Drei-Zustands-Modell erklären. Es handelt sich dabei um S0, S1 und T1. Zir-
kuliert ein Fluoreszenzfarbstoﬀmolekül zwischen S1 und S0, so beﬁndet es sich im An-
zustand. Der Übergang zum Triplett führt zu einem Auszustand. Somit lässt sich das
Fluoreszenzsignal eines Farbstoﬀmoleküls durch ein Zwei-Zustands-Modell mit den jewei-
ligen Übergangsraten k1 und k0 beschreiben (s. Abbildung 3.10). Die mittlere Verweildauer
im An- sowie Auszustand entspricht dem Kehrwert der entsprechenden Übergangsraten
k0 sowie k1 (s. Gleichungen 3.8 - 3.9). Die Dauer der An- und Auszustände innerhalb einer
Fluoreszenz-Zeit-Spur eines Farbstoﬀmoleküls ist nach diesem Modell monoexponentiell
verteilt (s. Abbildung 3.11).
Abbildung 3.10: Zwei-Zustands-Modell eines Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküls, bei dem es zwischen





〈tOFF 〉 = 1
k1
(3.9)
Bei dem Auszustand kann es sich auch um einen anderen dunklen Zustand handeln als
den Triplett-Zustand (s. Kapitel 3.2.2.1). Je eﬀektiver ein Farbstoﬀmolekül infolge von
Photoanregung zwischen den S0- und S1-Zuständen unter Emission eines Photons entspre-
chender Wellenlänge zirkuliert, umso höher ist seine detektierte Fluoreszenzintensität. Die
Intensität der aufgenommenen Fluoreszenzspur eines Farbstoﬀmoleküls korreliert somit
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Abbildung 3.11: (a) Eine simulierte idealisierte Fluoreszenz-Zeit-Spur mit einem Zwei-Zustands-
Modell und mit einer mittleren Dauer von Anzeiten tON=3,3 s sowie von
Auszeiten tOFF=20 s. (b-c) Entsprechende Histogramme von An-und Auszei-
ten; deren monoexponentielle Anpassungen liefern angegebene mittlere An-und
Auszeiten (3,26 ± 0,03 s und 19,7 ± 0,3 s) und stimmen mit den theoretischen
Werten sehr gut überein.
mit der Fluoreszenzquantenausbeute. Bei höheren ISC-Raten hat die Lebensdauer von
Triplett-Zuständen einen signiﬁkanten Einﬂuss auf die Fluoreszenzintensität, Photostabi-
lität im Sinne von langsamem Photobleichen und abwesenden Fluktuationen (Blinken).
An dieser Stelle soll darauf hingewiesen werden, dass der Begriﬀ Photostabilität in Fach-
kreisen häuﬁger in zweierlei Hinsicht benutzt wird, somit wird der Terminus Photosta-
bilität im Rahmen dieser Arbeit mit begleitender Deutung benutzt. Da die Lebensdauer
des Triplett-Zustands am längsten ist, wird er als einer der photochemisch reaktivsten
Zustände betrachtet. Eines der prominentesten Beispiele dafür liefert die Wechselwir-
kung mit dem molekularen Sauerstoﬀ, der in wässrigen Medien physikalisch gelöst vor-
liegt (ca. 250 µM [43]). Der molekulare Sauerstoﬀ hat zwei Wirkungsmechanismen (s.
Abbildung 3.12). Zum einen entvölkert er den Triplett-Zustand des Farbstoﬀs auf pho-
tophysikalische Weise [44], analog zu Triplett-Triplett-Annihilation (s. Abbildung 3.17 b
[45]) und zum anderen führt dieser Energietransfer zum reaktiven Singulett-Sauerstoﬀ,
der mit anderen Farbstoﬀen, hier z.B. Cyanin-Farbstoﬀmolekülen eine irreversible che-
mische Reaktion (z.B. Bildung von Dioxetanen bzw. Carbonyl-Verbindungen) eingehen
kann. Dies führt zum sogenannten irreversiblen Photobleichen (s. Abbildung 3.15 a), denn
das Farbstoﬀmolekül kann durch diese chemische Veränderung nicht mehr ﬂuoreszieren.
Um das Photobleichen insbesondere von Cyanin-Farbstoﬀen, die höhere ISC-Raten besit-
zen, drastisch zu reduzieren, wird in vielen Einzelmolekül-Fluoreszenzexperimenten der
physikalisch gelöste Sauerstoﬀ aus dem Messpuﬀer entzogen. Dies verlängert ungünstiger-
weise die Triplett-Lebensdauer (Cy5/ca. 100 ms [46] (s. Abbildung 3.15 b), Atto647N/ca.
30 ms [3]) und setzt somit die Helligkeit der Farbstoﬀe herab. Um das störende Triplett-
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Blinken im ms-Bereich infolge des Sauerstoﬀentzugs zu kompensieren, wird ein anderer
Triplett-Quencher (Fänger) zugesetzt [47, 48] (s. Abbildung 3.15 b-c).
Abbildung 3.12: Mechanismus von Photobleichen am Beispiel eines Cyanin-Farbstoﬀs (Cy): ein
Farbstoﬀmolekül im Triplett-Zustand (3Cy*) wird durch molekularen Triplett-
Sauerstoﬀ entvölkert. Dabei wird sehr reaktiver Singulett-Sauerstoﬀ gebildet,
der Cyanin-Farbstoﬀe weiter angreifen und chemisch beispielsweise zu Dioxe-
tanen und Carbonyl-Verbindungen verändern kann [49].
3.1.5.1 Triplett-Quencher Hauptsächlich gibt es zwei Arten von Triplett-Quenchern,
deren Wirkungsweise photochemisch oder photophysikalisch sein kann. Zunächst wird auf
die erste Art eingegangen. Photoinduzierter Elektronentransfer (PET) ist eine der am
weitesten verbreiteten Triplett-Quenching-Methoden in der Fluoreszenzmikroskopie. Da-
bei handelt es sich um ein Redoxsystem (ROXS, engl. reducing and oxidizing system) [3],
das den Triplett-Zustand des Fluoreszenzfarbstoﬀs durch eine aufeinander folgende Re-
doxreaktion und damit einhergehende ladungsseparierte Radikalzustände (z.B. F.+, F.−)
entvölkert (s. Abbildung 3.13). Beﬁndet sich dagegen nur ein Oxidations- oder Redukti-
onsmittel unter Sauerstoﬀentzug in der Messlösung anstelle von ROXS, so treten Fluk-
tuationen durch das Radikalblinken im ms-Bereich auf. Dies dient als Nachweis dafür,
dass ROXS über ladungsseparierte Radikalzustände agiert. Unter diesen Bedingungen
wird auch ein schnelleres Photobleichen beobachtet, was wiederum damit zusammen-
hängt, dass in Abwesenheit eines geeigneten Redoxpartners langlebige Radikalzustände
mit den Reaktionswegen zum Photobleichen zusammenhängen können [3]. Im Gegen-
satz zum Grundzustand tritt die Redoxaktivität gegenüber ROXS nur infolge der Pho-
toanregung des Fluoreszenzfarbstoﬀs auf, denn die Redoxpotentiale unterscheiden sich
in Abhängigkeit vom elektronischen Zustand. Das Quenching von Triplett-Zuständen via
Elektronentransfer mit ROXS kann sogar so eﬀektiv und schnell stattﬁnden, so dass das
Triplett-Blinken kaum messbar wird [3].
ROXS hat also eine antiblinkende Wirkung (s. Abbildung 3.15 c). Damit der S1-Zustand
durch PET nicht gequencht wird, ist darauf zu achten, dass sich die ROXS-Konzentration
im niederen mM-Bereich beﬁndet [47]. Unter ROXS wird auch das Photobleichen deutlich
verlangsamt, was auf eine schnelle Überführung der Radikalzustände in den Grundzu-
stand (S0) zurückzuführen ist. Ascorbinsäure/Methylviologen sowie Trolox/Troloxchinon
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Abbildung 3.13: Jablonski-Diagramm ist mit ROXS-Wirkungsmechanismus ergänzt. Unter Sau-
erstoﬀentzug und in Anwesenheit eines geeigneten Redoxpaars wird der
Triplett-Zustand durch schnelle aufeinanderfolgende Redoxreaktionen (kox,
kred) entvölkert, so dass ein stabiles Fluoreszenzsignal mit kaum Triplett-
Blinken erhalten wird (s. Abbildung 3.15 c).
sind häuﬁg eingesetzte Redoxpaare fürs ROXS-System, wobei Troloxchinon (engl. trolox-
quinone, TQ) aus Trolox (TX) unter Einﬂuss von molekularem Sauerstoﬀ und UV-Licht
(300 nm) gebildet wird (s. Abbildung 3.14) [50].
Abbildung 3.14: Umwandlung von Trolox (TX) zu Troloxchinon, engl. troloxquinone (TQ) mit-
hilfe von UV-Licht (ca. 300 nm) und molekularem Sauerstoﬀ. (a) Reaktions-
gleichung und (b) Absorptionsspektrum von TX (Maximum bei ca. 290 nm)
während dieser Umwandlung zu TQ (Maximum bei ca. 270 nm).
Aufgrund der Instabilität von Ascorbinsäure in wässriger Lösung bei höheren pH-Werten
[51], Toxizität sowie 2-fach positiver Ladung von Methylviologen in Kombination mit nega-
tiv geladener DNA als Probengerüst (s. Kapitel 3.2.3) ist es vorteilhafter, Trolox/Troloxchi-
non als ROXS-System zu benutzen. Da das Triplett-Quenching via Elektronentransfer
und somit diﬀusionsabhängig stattﬁndet, muss das Redoxpaar in ausreichender Konzen-
tration in der Messlösung vorliegen (ca. 1 - 2 mM). Trolox erfüllt auch diese Bedingung,
denn es löst sich in ausreichender Menge (ca. 2 mM) in gängigen Puﬀern. Die antiblin-
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kende Wirkung von ROXS funktioniert am besten mit den Fluoreszenzfarbstoﬀen, deren
Radikalzustände energetisch nahe beieinanderliegen (z.B. Cyanine/Alexa647, Carborho-
damine/Atto647N, Rhodamine/Atto565). Ist z.B. der reduzierte Radikalzustand deutlich
tiefer als der oxidierte Radikalzustand, kann ROXS das Radikalblinken nicht mehr unter-
drücken (Oxazine/Atto655).
Abbildung 3.15: Photophysikalisches Verhalten von rot-absorbierenden Cyanin-Farbstoﬀen
(Alexa647) unter unterschiedlichen chemischen Bedingungen. Alexa647-
Fluoreszenzspur in (a) Tris-Messpuﬀer ohne jegliche Zusätze mit einem schnel-
len Photobleichen, (b) unter Sauerstoﬀentzug und (c) mit ROXS (1 mM Tro-
lox/Troloxchinon)
Aliphatische Thiole (z.B. β-Mercaptoethanol, ME) nehmen eine Sonderstellung im Tri-
plett-Quenching ein [52]. Im klassischen Sinne handelt sich dabei um ein Reduktionsmittel.
Das Radikalblinken und Photobleichen wird jedoch im Gegensatz zu z.B. Ascorbinsäure
unter Sauerstoﬀentzug drastisch reduziert (s. Abbildung 3.16). Ihr Wirkungsmechanismus
basiert teilweise wie ROXS auf dem photoinduzierten Elektronentransfer, wobei es nur
eingeschränkt zu ladungsseparierten Radikalzuständen kommt. ME ist in der Lage, über
geminale Rekombination das Elektron zurückzunehmen, bevor es die mit dem Farbstoﬀ
gemeinsame Solvatationshülle verlässt [52]. Auf weitere photophysikalische Eigenschaften
von Thiolen wird in Kapitel 3.2.2.1 eingegangen.
Cyclooctatetraen (COT) gehört zu den photophysikalischen Triplett-Quenchern. COT
ist ein ﬂexibles, cyclisches, nicht-aromatisches Polyen mit vier konjugierten C=C-Doppel-
bindungen, das den Triplett-Zustand des Fluorophors via Triplett-Triplett-Energietransfer
(TTE, Abbildung 3.17 a) entvölkert. TTE ist der sogenannte Dexter-Energietransfer [53],
der strahlungslos durch einen Elektronenaustausch zwischen zwei Molekülen (Donor-
Akzeptor) stattﬁndet. Dieser Elektronenaustausch ist nur bei sehr kurzen Abständen
möglich (< 1 nm): d.h., wenn sich die Molekülorbitale der betreﬀenden Moleküle durch
einen Zusammenstoß überlappen. Für einen eﬃzienten TTE-Prozess muss das Triplett-
Energieniveau des Akzeptors um mindestens 12,5 kJmol−1 tiefer liegen als das des Donors
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Abbildung 3.16: Unterschiedliche Triplett-Quenching-Wirkungsweisen von Reduktionsmitteln
am Beispiel von Alexa568: β-Mercaptoethanol (ME, a) und Ascorbinsäure (AS,
b) unter Sauerstoﬀentzug [52].
[53]. Hinzufügend soll die Lebensdauer des T1-Donors möglichst kurz sein, um mögli-
che Wechselwirkungen wie z.B. mit molekularem Sauerstoﬀ zu minimieren [54]. Diese
Kriterien erfüllt COT im weitesten Sinne und gilt es als einer der eﬀektivsten Triplett-
Quencher, der früher sehr häuﬁg in Farbstoasern eingesetzt wurde [54]. COT ist jedoch
kein klassischer Triplett-Quencher, denn der energieärmere Triplett-Zustand wird während
des TTE-Prozesses infolge der damit einhergehenden stabilisierenden Konformationsän-
derung zu planarer Geometrie generiert (Abbildung 3.17 c).
Abbildung 3.17: Schematische Darstellung von Dexter-Energietransfer: (a) Triplett-Triplett-
Energietransfer, (b) Triplett-Triplett-Annihilation mit D (Donor) und A (Ak-
zeptor) [45]. (c) Konformationen von COT: Wannenform (links) geht in die




In diesem Abschnitt wird in erster Linie die laterale Auﬂösung der Weitfeldﬂuoreszenz-
mikroskopie thematisiert.
Das Licht einer Punktquelle (z.B. ﬂuoreszierendes Molekül) kann auch durch ein fehlerfrei-
es optisches Weitfeldmikroskops nicht auf einen kleinen Punkt in der Bildebene fokussiert
werden. Dies liegt daran, dass Lichtbeugung bei der Bildentstehung eine entscheidende
Rolle spielt. Das emittierte Licht wird auf einen 3D-Bereich nahe der Bildebene fokus-
siert. Die Intensitätsverteilung dieses Beugungsmusters wird als Punktabbildungsfunktion
bzw. Punktantwort (PSF, engl. point spread funktion) genannt. Die laterale Intensitäts-
verteilung der PSF in der Bildebene ist in Abbildung 3.18 dargestellt. Das entsprechende
Airy-Beugungsmuster wird als Projektion der lateralen PSF innerhalb der Bildebene er-
halten und bestehen aus einem zentralen Intensitätsmaximum und konzentrischen Ringen.
Diese Symmetrie des Beugungsmusters gilt streng genommen nur für die Emitter, deren
Emissionsübergangsdipolmoment entlang der optischen Achse (z) orientiert ist. Dies gilt
aber auch für die frei rotierenden Emitter, bei denen die Anisotropie aufgrund der schnel-
len Rotation (in ps-Bereich) aufgehoben wird.
Abbildung 3.18: Punktabbildungsfunktionen (PSF) mit entsprechender Intensitätsverteilung in
der xy-Ebene, wobei die z-Achse konventionell der optischen Achse entspricht,
und dazugehörige Airy-Beugungsmuster eines punktförmigen Emitters in Ab-
hängigkeit von der numerischen Apertur (NA) des Objektivs. d ist der Abstand




Der Abstand d zwischen dem ersten Intensitätsmaximum und dem ersten Intensitätsmi-
nimum des lateralen Airy-Beugungsmusters lässt sich aus der Emissionswellenlänge λ und
der numerischen Apertur des Objektivs berechnen (s. Gleichung 3.10).
d =
0, 61 · λ
n · sinα =
0, 61 · λ
NA
= 2, 77 · σPSF (3.10)
FWHM =
0, 51 · λ
NA
= 2, 35 · σPSF (3.11)
FWHM = Halbwertsbreite bzw. engl. full width at half maximum
n = Brechungsindex des Immersionsmediums
α = der halbe Öﬀnungswinkel des Objektivs
NA = numerische Apertur des Objektivs
σPSF = Standardabweichung der PSF
Somit sind der Durchmesser des zentralen Airy-Scheibchens und die Halbwertsbreite (engl.
full width at half maximum, FWHM) (s. Gleichung 3.11) der PSF immer von der Wellen-
länge des emittierten Lichts und der numerischen Apertur des Objektivs abhängig. Das Er-
scheinen der konzentrischen Ringe ist jedoch nicht immer sichtbar und ist von der Lichtin-
tensität sowie der Detektionssensitivität des jeweiligen Detektors abhängig. Darüber hin-
aus wird die bestehende Symmetrie der Airy-Beugungsringe beibehalten, wenn ein Emitter
außerhalb der Schärfeebene liegt. In diesem Fall wird das Airy-Beugungsmuster breiter.
Aufgrund der Lichtbeugung beträgt der Durchmesser des zentralen Airy-Scheibchens meh-
rere hundert Nanometer, obwohl organische Fluorophore nur wenige Nanometer groß sind.
Die Auﬂösung eines ﬂuoreszenzbasierten Mikroskops wird als der kleinste Abstand zweier
Emitter deﬁniert, bei dem aus den sich überlappenden PSFs die Fluorophore noch als zwei
getrennte Objekte zu erkennen sind. Nach dem Rayleigh-Auﬂösungskriterium wird dieser
Abstand zwischen zwei Fluorophoren dann erreicht, wenn das Intensitätsmaximum des
Beugungsscheibchens des ersten Fluorophors mit dem Intensitätsminimum des zweiten
Fluorophors überlappt (s. Abbildung 3.19). Die laterale Auﬂösung innerhalb der Bild-
ebene entspricht in der ﬂuoreszenzbasierten Mikroskopie daher genau dem Abstand d aus
Gleichung 3.10. Aus diesem Grunde heraus erscheinen Objekte als zusammenhängender
Lichtﬂeck, deren Abstand zueinander kleiner als die halbe Wellenlänge des emittierten
Lichts (ca. 250 - 350 nm) ist.
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Abbildung 3.19: Das Rayleigh-Auﬂösungskriterium für zwei punktförmige Emitter, deren PSFs
als Querschnitt durch die Mitte des Airy-Beugungsmusters dargestellt sind. Als
Einheit für den lateralen Abstand wird die sogenannte dimensionslose optische
Einheit benutzt, um unterschiedliche optische Systeme vergleichbar zu machen.
Der Abstand aus dem Rayleigh-Kriterium beträgt ca. 3,8 opt. Einheiten, wobei
Abstand (opt. Einheiten)= Abstand (nm)·2piNA/λ.
In der konfokalen Fluoreszenzmikroskopie unterliegen sowohl der Anregungsfokus als auch
der Detektionsfokus der Auﬂösungsgrenze, wobei die Rolle des Anregungsfokus von ent-
scheidender Bedeutung ist. Die PSF eines Fluoreszenzfarbstoﬀs kann maßgeblich durch die
Breite des Anregungsfokus beeinﬂusst werden. Die Ausdehnung des Laserfokus kann durch
die Lichtbeugung nicht kleiner sein kann als die halbe Wellenlänge des Anregungslichtes.
Darüber hinaus hat das Signal-Rausch-Verhältnis und somit der Kontrast zwischen hellen
und dunklen Bereichen einen nicht unerheblichen Einﬂuss auf das theoretisch maxima-
le Auﬂösungsvermögen eines Mikroskops. Ein Molekül muss genügend Licht emittieren,
um sich ausreichend vom Hintergrundrauschen abheben zu können. Auch die Pixelgröße
soll unterhalb der Beugungsgrenze liegen, um das theoretische Auﬂösungsvermögen nicht
weiter zu beeinträchtigen. Nach dem Nyquist-Kriterium soll die Pixelgröße höchstens die
Hälfte der Größe des kleinsten aufzulösenden Objekts betragen. Im Idealfall sollte die PSF
eines Farbstoﬀs auf 3 - 4 Pixeln verteilt sein. Im Allgemeinen tragen kürzere Wellenlängen
und Objektive mit hoher numerischer Apertur zur Verbesserung der beugungsbegrenzten
Auﬂösung sowohl in der konfokalen als auch in der Weitfeldmikroskopie bei. Dennoch liegt
die Größenordnung von vielen wissenschaftsrelevanten Komponenten einer lebenden Zelle
(z.B. Proteine bzw. Proteinkomplexe) im 1 - 2-stelligen Nanometerbereich und unterliegt




In diesem Kapitel werden die wichtigsten Konzepte der superauﬂösenden Fluoreszenzmi-
kroskopie beschrieben, wobei ein besonderes Augenmerk auf der lokalisierungsbasierten
Methode liegt.
Bei den sogenannten ﬂuoreszenzbasierten Superauﬂösungsmikroskopie-Techniken handelt
es sich um lichtmikroskopische Verfahren, die die naturgegebene Auﬂösungsgrenze nicht
direkt brechen, sondern geschickt umgehen können. Der Unterschied zwischen den popu-
lärsten superauﬂösenden Methoden besteht darin, ob ein stochastisches oder ortsspezi-
ﬁsches Schalten der Fluorophore notwendig ist. Im Regelfall führen diese Techniken zu
einer verbesserten Auﬂösung von ca. 20 nm.
3.2.1 STED
Zu den ersten entwickelten Superauﬂösungsmethoden gehört die sogenannte STED-Mikro-
skopie (engl. stimulated emission depletion), die von Stefan Hell theoretisch beschrieben
(1994) [56] und praktisch realisiert (1999) [6] wurde. STED-Mikroskopie basiert auf einem
konfokalen Fluoreszenzmikroskop und dem Phänomen der stimulierten Lichtemission, die
maßgeblich zur Verbesserung der Auﬂösung beiträgt. Wie schon oben erwähnt wurde
(s. Kapitel 3.1.6), beeinﬂusst die Ausdehnung des Anregungsfokus maßgeblich die PSF-
Breite der detektierten Fluorophore in der konfokalen Mikroskopie. Bei stimulierter Licht-
emission handelt es sich um einfallende elektromagnetische Strahlung, die die Emission
angeregter Moleküle bzw. Atome auslösen kann. Dabei muss die Energie des einfallenden
Lichtes (Abregungslicht) gleich der Energiediﬀerenz der Zustände sein, die Moleküle infol-
ge der Abregung wechseln. Der rot-verschobene STED-Laser zwingt angeregte Moleküle
dazu, aus dem S1-Schwingungsgrundzustand in höher liegende Vibrationszustände des S0-
Zustands zu relaxieren (s. Abbildung 3.20 a). Spontane und stimulierte Emission lassen
sich durch einen geeigneten Emissionsﬁlter problemlos spektral auftrennen. Das eﬀektive
fokale Anregungsvolumen in lateraler Richtung lässt sich in der STED-Mikroskopie da-
durch verkleinern (< λ/2), wenn ein ringförmiger Abregungslaserstrahl konzentrisch mit
dem Anregungslaserstrahl in der Fokusebene überlagert wird. Diese Laserkonstellation
wird strukturelle bzw. ortsspeziﬁsche Beleuchtung genannt. So nimmt der STED-Laser
in der Fokusebene die Form eines sogenannten Donuts an (s. Abbildung 3.20 b-c). Das
Fluoreszenzlicht eines Moleküls wird nur dann detektiert, wenn sich dieses Fluorophor in-
nerhalb des verkleinerten eﬀektiven Anregungsfokus beim Scannen in lateraler Richtung
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beﬁndet. Seine PSF wird somit umso schmaler, je kleiner der eﬀektive Anregungsfokus
ist. An dieser Stelle ist es wichtig zu erwähnen, dass die Abregung des S1-Zustands inner-
halb der kurzen Fluoreszenzlebensdauer (ns) stattﬁnden muss, um mit der schnellen Rate
der spontanen Emission konkurrieren zu können. Diese Abhängigkeit spiegelt sich in der
Notwendigkeit von sehr hohen STED-Laserleistungen wider (ab MWcm−2). Die Eﬃzienz,
mit der die Farbstoﬀe durch den STED-Laser ausgeschaltet werden, steigt nicht-linear
mit zunehmender STED-Laserleistung an und weist ein Sättigungsverhalten (Is) auf. Die
Auﬂösung eines STED-Mikroskops ist durch Gleichung 3.12 deﬁniert. Die erreichbare Auf-
lösung ist somit theoretisch unbegrenzt. Die maximale STED-Auﬂösung wird jedoch durch
das Photobleichen der Fluorophore eingeschränkt, was den hohen STED-Laserleistungen
geschuldet ist.
Abbildung 3.20: Das Prinzip der STED-Mikroskopie. (a) Das Jablonksi-Diagramm ist mit dem
Prozess der stimulierten Emission (rot), der mit der Fluoreszenz konkurriert,
ergänzt. In (b-c) sind Proﬁle in xy-Fokusebene von Anregungsstrahl (grün,
oben), Abregungsstrahl bzw. STED-Strahl (rot, mittig) mit Form eines Donuts
sowie das Proﬁl (grün, unten) des resultierenden eﬀektiven Anregungsvolumens
durch die Überlagerung von oberen beiden Proﬁlen schematisch dargestellt.
Höhere STED-Intensitäten verkleinern das resultierende Anregungsvolumen (c)











λ = Wellenlänge des Anregungslichtes
I = STED-Intensität
Is = STED-Sättigungsintensität
NA = numerische Apertur des Objektivs
Es wurde eine alternative Methode entwickelt, um den Nachteil infolge hoher STED-
Laserleistungen umzugehen. Es handelt sich um RESOLFT-Mikroskopie [57] (engl. rever-
sible saturable optical linear ﬂuorescence transitions), der das gleiche Prinzip der struk-
turellen Ausleuchtung (Donut) zu Grunde liegt wie bei STED. Dabei werden reversibel
schaltbare Fluorophore benutzt, die Licht-induziert aus einem ﬂuoreszenzaktiven in einen
inaktiven Zustand wechseln können. Dieses Deaktivierungslicht nimmt die Donut-Form
an. Da bei solchen schaltbaren Fluorophoren die spontane Umwandlung aus einem inakti-
ven in einen aktiven Zustand deutlich langsamer ist als die spontane Emission bei STED,
ist die Sättigungsintensität des Deaktivierungslichtes bei RESOLFT um mehrere Größen-
ordnungen kleiner als bei STED. Ergänzend lässt sich feststellen, dass sowohl STED als
auch RESOLFT keine weiteren aufwendigen Bild-verarbeitenden Prozesse benötigen.
3.2.2 Lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie
Lokalisierungsbasierte (LB) Superauﬂösungsmethode verbessert die Auﬂösung der Weit-
feldﬂuoreszenzmikroskopie. Die konzeptionelle Grundlage dafür lieferte E. Betzig 1995
[7]. Zur Veranschaulichung der Funktionsweise dieser Methode wird zunächst ein Einzel-
emitter betrachtet. LB-Superauﬂösungsmikroskopie beruht darauf, die relative Position
des Fluorophors und somit die Koordinaten (x; y) des Intensitätsmaximums der latera-
len PSF exakt zu bestimmen. Die ermittelte Position wird als Lokalisierung bezeichnet.
Zu diesem Zweck kann eine zweidimensionale Gauß-Funktion als Näherung herangezo-
gen werden (s. Gleichung 3.13). In Abbildung 3.21 ist es übersichtshalber eindimensional
dargestellt. Das Gauß-Proﬁl stimmt perfekt im oberen Bereich mit dem tatsächlichen
PSF-Verlauf überein. Die Abweichungen im unteren Bereich sind für die Bestimmung des
Zentrums der PSF irrelevant.














x0, y0 = Koordinaten des Maximums einer 2D-Gauß-Funktion
σx, σy = Standardabweichungen einer 2D-Gauß-Funktion
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Abbildung 3.21: Dargestellt ist ein idealer Querschnitt der lateralen PSF eines Emitters und
dessen eindimensionaler Gauß-Fitfunktion zur Bestimmung des PSF-Zentrums
mit entsprechenden Parametern: σ als Standardabweichung und FWHM als
Halbwertsbreite.
Aus jedem beugungsbegrenzten Weitfeldbild während einer Aufnahme, in dem der be-
trachtete Farbstoﬀ Licht emittiert, wird jeweils eine Lokalisierung des Fluorophors erhal-
ten. Durch die Rekonstruktion aller erhaltenen Lokalisierungen während einer Messung
wird sein superaufgelöstes Bild als Punktwolke der Lokalisierungen erhalten (s. Abbil-
dung 3.22 a). Der Prozess der Lokalisierung eines Farbstoﬀs und der Bestimmung des
PSF-Zentrums kann mit einer statistischen Stichprobe verglichen werden, bei der jedes
detektierte Photon zur Messung der lateralen Farbstoﬀposition beiträgt und der Stich-
probenumfang der Photonenzahl gleicht [15]. Zur Vereinfachung wird zunächst eine la-
terale Dimension (x) betrachtet. Die Standardabweichung der PSF entspricht somit der
Standardabweichung (σ) der Stichprobe und das Zentrum der PSF dem Mittelwert der
Stichprobe. Wird die Stichprobe mehrfach wiederholt, d.h. ein Farbstoﬀ wird mehrfach
lokalisiert, so weisen die Mittelwerte der Stichproben eine Verteilung auf, deren Stan-
dardabweichung und somit Standardfehler jeder Stichprobe der Lokalisierungsgenauigkeit
(∆x, entlang der x-Achse) der PSF entspricht (s. Gleichung 3.14). Daher hängt die Brei-
te der erhaltenen Punktwolke in lateraler Richtung (x, y) in erster Näherung von der
Anzahl der emittierten Photonen pro Lokalisierung
√
N und der Standardabweichung
(σ) der PSF ab.
√
N entspricht ebenso der Standardabweichung des Schrotrauschens (s.
Gleichung 3.7). Darüber hinaus haben weitere Faktoren wie die Pixelgröße (a) und das
Hintergrundrauschen (b) einen Einﬂuss auf die Lokalisierungsgenauigkeit (s. Gleichung
3.15). Der negative Einﬂuss der Pixelgröße auf die Lokalisierungsgenauigkeit steigt mit
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Abbildung 3.22: Schematische Veranschaulichung der LB-Superauﬂösungsmikroskopie. (a) Ohne
Photoschalten: ein superaufgelöstes Bild (rot) eines Einzelemitters (hell grau)
wird durch wiederholtes Bestimmen seiner Position und durch Rekonstrukti-
on der Lokalisierungen erhalten. (b) Eine ﬂuoreszenzmarkierte Struktur wird
erst dann mit LB aufgelöst, wenn die Fluorophore stochastisch photoschaltbar
sind und nur wenige zum gleichen Zeitpunkt im beugungsbegrenzten Bereich
ﬂuoreszent sind.
ihrer zunehmenden Größe an. Wenn die Pixelgröße größer ist als die Beugungsgrenze
(ca. 250 nm), kann die exakte Position des Fluorophors innerhalb des Pixels nicht mehr
eindeutig bestimmt werden. Für die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmethode ent-
spricht die optimale Pixelgröße in etwa der Standardabweichung der PSF (ca. 100 nm) [15].
Bei hoher Photonenzahl wird die Lokalisierungsgenauigkeit durch das Schrotrauschen der
Photonen dominiert, das eine inverse Quadratwurzel-Abhängigkeit von der Lichtintensi-
tät aufweist [15] (s. Gleichung 3.15). Bei kleiner Photonenzahl dominiert der Einﬂuss des
Hintergrundrauschens auf die Lokalisierungsgenauigkeit (der zweite Term in Gleichung
3.15), so dass in dem Fall besonders viel Mühe für die Minimierung des Hintergrund-
rauschens (z.B. langsamere EMCCD-Auslesegeschwindigkeit, höherer EM-Gain-Faktor)
aufgewendet werden muss. Darüber hinaus unterliegt die Qualität der lokalisierungsba-
sierten Superauﬂösungsmikroskopie dem Prinzip der Anhäufung der Lokalisierungen (s.
Abbildung 3.24). Neben der Photonenzahl ist also auch die Dauer der Lebensspanne ei-
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nes Fluorophors vor dem Eintreten des irreversiblen Photobleichens entscheidend, da nur
über ein Mindestmaß an Lokalisierungen die räumliche Position eines Fluorophors zu-
verlässig zu bestimmen ist. Auch andere Einﬂüsse wie Probendrift und asymmetrische














∆x = Lokalisierungsgenauigkeit in x- oder y-Richtung
σPSF = Standardabweichung der PSF
N = Anzahl der detektierten Photonen pro Lokalisierung
a = Pixelgröße
b = Hintergrundrauschen
Wird eine Ansammlung von Fluorophoren betrachtet, d.h. eine ﬂuoreszenzmarkierte bio-
logische Struktur, ist darauf zu achten, dass zum selben Zeitpunkt nur wenige Farb-
stoﬀe ﬂuoreszieren und der Abstand der emittierenden Fluorophore zu jedem Zeitpunkt
nicht kleiner ist als die Beugungsgrenze (s. Abbildung 3.22 b). Diese zeitliche Modulation
der Fluoreszenz wird als Photoschalten bezeichnet. Es wird zwischen irreversiblem und
reversiblem Photoschalten unterschieden. Die erste Kategorie wird in der sogenannten
PALM-Mikroskopie in vielen Fällen mit ﬂuoreszierenden Proteinen verwendet (s. Kapitel
3.2.2.2). Reversibel schaltbare Fluorophore können mehrfach zwischen ihrem dunklen und
ﬂuoreszierenden Zustand lichtinduziert wechseln. Dies wird als stochastisches An- und
Ausschalten (Blinken) der Fluorophore bezeichnet. Es gibt mehrere Möglichkeiten, um
die Fluorophore zum Blinken zu bringen: zum einen durch Zugabe von Chemikalien (z.B.
aliphatische Thiole/dSTORM, s. Kapitel 3.2.2.1), und zum anderen durch transientes An-
binden diﬀundierender Fluorophore an die zu untersuchende Struktur (DNA-PAINT [9],
engl. point accumulation for imaging in nanoscale topography).
Ein idealer reversibel schaltbarer Fluorophor besitzt somit kontrollierbare lange Auszu-
stände (tOFF), kurze Anzustände (tON≈ Integrationszeit der Kamera), gleichzeitig mög-
lichst viele emittierte Photonen (mehrere tausend) pro Anzustand bzw. Lokalisierung und
viele Schaltzyklen. Nimmt die Markierungsdichte innerhalb der Zielstruktur zu, so wird
das Auﬂösungsvermögen nicht nur durch die Photonenzahl per Lokalisierung bestimmt,
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sondern auch durch die Kinetik des Blinkverhaltens (tON/tOFF) (s. Abbildung 3.23 -
3.24). Ist der Abstand zwischen den Fluorophoren, die gleichzeitig an sind, deutlich kleiner
als die Standardabweichung der einzelnen PSF (ab ca. 50 nm), so kann die resultieren-
de PSF kaum von der ursprünglichen PSF hinsichtlich der lateralen Standardabweichung
und der Symmetrie unterschieden werden (Abbildung 3.23). Die gestiegene Spotintensität
ist jedoch keine zuverlässige und aussagekräftige Größe, da die Photonenzahl pro Anzu-
stand bzw. pro Lokalisierung selbst eine statistische Verteilung aufweist. Die so ermittelte
Lokalisierung wird als sogenannte Doppellokalisierung bezeichnet. Ist der Anteil an Dop-
pellokalisierungen signiﬁkant, so werden fälschlicherweise die Positionen der Farbstoﬀe
vermehrt ermittelt, an denen keiner der Farbstoﬀe anwesend sind (Abbildung 3.23 a-b).
Die Doppellokalisierungen beeinträchtigen insbesondere dann die laterale Auﬂösung, wenn
sie zwischen den aufzulösenden Teilstrukturen stattﬁnden (s. Abbildungen 3.23 a, Abbil-
dung 3.24) [59]. Abgesehen von der Blinkkinetik der Fluoreszenzfarbstoﬀe hat auch de-
Abbildung 3.23: Der Eﬀekt der Doppellokalisierungen in der lokalisierungsbasierten Superauﬂö-
sungsmikroskopie am Beispiel einer aufzulösenden Linienstruktur (a-b). Überla-
gerung (blau) der PSFs zweier benachbarter Farbstoﬀe (rot), liefert eine falsche
Position, an der sich keiner der Farbstoﬀe beﬁndet. Die Konstellation in (a)
beeinträchtigt am stärksten die laterale Auﬂösung.
ren Markierungsdichte einen Einﬂuss auf die erhaltene Auﬂösung. Das Nyquist-Kriterium
besagt, dass der Abstand zwischen den Farbstoﬀen höchstens die Hälfte der kleinsten
aufzulösenden Strukturgröße. Beträgt der Abstand zwischen den Linien 20 nm (s. Abbil-
dung 3.24, aufzulösende Struktur) so müssen sich Farbstoﬀe im Abstand von höchstens
10 nm zueinander innerhalb einer Linie platziert sein [60]. Wie schon oben erwähnt wurde,
ist die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie auf die Akkumulation von Lo-
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Abbildung 3.24: Schematisch dargestellt ist der Einﬂuss der Photonenzahl (N) pro Lokalisie-
rung und der Blinkkinetik auf die Qualität des superaufgelösten Bildes der
Zielstruktur, bestehend aus zwei ﬂuoreszenzmarkierten Linien. Trotz optima-
ler Bedingungen (hoch N, niedrig tON/tOFF) kann eine geringe Anzahl der
erhaltenen Lokalisierungen die Qualität der superaufgelösten Bilder massiv be-
einträchtigen.
kalisierungen angewiesen. Durch die Rekonstruktion aller Lokalisierungen während eines
Aufnahmeﬁlms wird ein superaufgelöstes Bild erhalten. Das hat zur Folge, dass ein Auf-
nahmeﬁlm eine Mindestlänge haben muss (meistens im Minutenbereich), innerhalb deren
keine signiﬁkanten strukturellen Veränderungen stattﬁnden sollen. Daher können nur die
biochemischen Prozesse untersucht werden, die langsamer sind als die Aufnahmerate.
Die laterale Auﬂösung sowohl bei STED als auch lokalisierungsbasiert kann den einstel-
ligen Nanometerbereich (5 - 6 nm) erreichen, wobei dieser Zahlenwert nur in speziellen
Fällen (z.B. sehr hohe STED-, Anregungsleistung) erreicht werden [61, 62]. Es gibt mitt-
lerweile eine neue superauﬂösende Mikroskopiemethode namens MINFLUX [63], engl.
ﬂuorescence microscopy with minimal photon ﬂuxes, die erst 2017 von Hell et al. vorge-
stellt wurde. Diese vereint die Vorteile der STED- und der LB-Methode. Dabei wird die
gleiche Lokalisierungsgenauigkeit mit einer Photonenzahl erreicht, die um den Faktor 22
kleiner ist als bei der LB-Methode.
3.2.2.1 Photoschalten mit aliphatischen Thiolen (dSTORM) Die rot-absorbie-
renden Cyanin-Farbstoﬀe (Cy5, Alexa647) sind unter den kommerziell erhältlichen, kon-
ventionellen organischen Fluoreszenzfarbstoﬀen die ersten, die als molekulare reversible
Photoschalter entdeckt und eingesetzt wurden [4]. Zum reversiblen Photoschalten sind
Thiole (β-Mercaptoethanol (ME), β-Mercaptoethylamin (MEA)) und Sauerstoﬀentzug
notwendig. Die Notwendigkeit des Sauerstoﬀentzugs ist in Kapitel 3.1.5 ausführlich be-
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Abbildung 3.25: Cyanin-Fluoreszenzfarbstoﬀ Cy5 als molekularer Photoschalter mit aliphati-
schen Thiolen. (a) Das entsprechende Jablonski-Diagramm von photophysikali-
schen Prozessen. Der Farbstoﬀ zirkuliert zwischen den Singulett-Zuständen S1
und S0 sowie dem Triplett-Zustand T1 infolge von ISC (kISC). Der T1-Zustand
kann durch aliphatische Thiole infolge von mit der geminalen Rekombination
verbundenem Elektronentransfer entvölkert werden. Alternativ können alipha-
tische Thiole einen langlebigen Dunkelzustand (hier als OFF bezeichnet) her-
beiführen, der durch eine kurzwellige Reaktivierungslichtquelle in den Grund-
zustand S0 überführt wird. (b) Ensemble-Experiment zum Cy5-Photoschalten
mit 100 mM MEA: das Absorptionsspektrum von Cy5 vor (schwarz) und nach
(rot) der Bestrahlung mit rotem Laserlicht (650 nm) sowie nach der Reaktivie-
rung mit 488 nm (blau) [4]. (c) Reversibles Photoschalten von Cy5 am Beispiel
einer Fluoreszenzspur in Abhängigkeit von Anregungs- und Reaktivierungszy-
klen (rot: 633 nm, blau: 488 nm, 100 mM MEA) [4]. (d) Ein möglicher Mecha-
nismus zur Bildung des Dunkelzustands infolge vorübergehender Addition des
Thiolats an die Doppelbindung des konjugierten pi-Systems von einem Cy5-
Molekül. Das konjugierte pi-System und somit die Fluoreszenzfähigkeit wird
durch eine blau-verschobene Lichtquelle wiederhergestellt [5].
schrieben. Thiole depopulieren die Triplett-Zustände via geminaler Rekombination [52] (s.
Kapitel 3.1.5.1) und andererseits sind sie an der Photokonversion des Fluoreszenzfarbstoﬀs
in einen langlebigen reversiblen Dunkelzustand beteiligt (s. Jablonski-Diagramm in Abbil-
dung 3.25 a). Der besagte Dunkelzustand weist eine erhöhte Absorption im kurzwelligen
Spektralbereich (s. Abbildung 3.25 b, rot) auf. Der Grundzustand der Cyanin-Farbstoﬀe
wird daher infolge der Bestrahlung mit einer blau-verschobenen Lichtquelle (320 - 500 nm)
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zurückgewonnen (s. Abbildung 3.25 b, blau), wobei die Reaktivierung auf Einzelmolekül-
niveau eﬀektiver (ca. 90 %) stattﬁndet als in Küvettenexperimenten (s. Fluoreszenzspur
in Abbildung 3.25 c) [4]. Hinzufügend ist die Reaktivierungseﬃzienz bei kürzeren Reak-
tivierungswellenlängen (320 - 400 nm) höher. In Fachkreisen wird angenommen, dass die
Bildung des Dunkelzustands über den Triplett-Zustand verläuft [64]. Darüber hinaus gibt
es experimentelle Hinweise darauf, dass der Mechanismus zur Bildung des Dunkelzustands
auf einer vorübergehenden Addition des deprotonierten Thiols an die Doppelbindung der
Polymethinkette beruht (s. Abbildung 3.25 d) [5]. Dies führt zu einer Verkürzung der
Polymethinkette, was die Absorptionszunahme im kurzwelligen Spektralbereich erklären
kann. Auf diese Weise lassen sich rot-absorbierende Cyanin-Farbstoﬀe ein paar dutzend
Mal reversibel optisch schalten (s. Abbildung 3.25 c). Die Dauer der An- und Auszu-
stände hängt von der Intensität der eingesetzten Anregungs- und Reaktivierungslicht-
quelle ab und lassen sich einstellen [65]. Im Schnitt werden mehrere tausend Photonen
pro einzelnen Schaltvorgang detektiert [66]. Eine alternative eﬀektive Reaktivierung des
Dunkelzustands, die aber umständlich und daher weniger praktikabel ist, kann durch
die direkte Nähe (< 1 nm) von einem Cy3-Molekül (Aktivator) zum rot-absorbierenden
Cyanin-Farbstoﬀ (Reporter) realisiert werden (STORM). Dabei ist es für die Reaktivie-
rung notwendig, dass sich das reaktivierende Cy3-Molekül im angeregten Zustand beﬁndet
[46]. Eine blinkende Fluoreszenzspur wie in Abbildung 3.25 c kann auch erzielt werden,
wenn beide Lichtquellen gleichzeitig an sind. Die Auszustände können durch die Reakti-
vierungslaserleistung demensprechend angepasst werden.
Eine der am weitesten verbreiteten Methoden der lokalisierungsbasierten Superauﬂösungs-
mikroskopie ist die sogenannte dSTORM-Methode (engl. direct stochastic optical recon-
struction microscopy), die eben auf diesem Photoschalten von Fluorophoren durch den
Sauerstoﬀentzug, Zugabe von aliphatischen Thiolen sowie durch eine blau-verschobene Re-
aktivierungslichtquelle ohne Aktivator-Cy3-Moleküle basiert. dSTORM ﬁndet eine breite
Anwendung in vielen in vitro-Experimenten. Durch den notwendigen Sauerstoﬀentzug
sind die Einsatzmöglichkeiten der dSTORM-Superauﬂösungsmethode im Mikroskopieren
von z.B. lebenden Zellen eingeschränkt, obwohl im Inneren von vielen lebenden Zellen
Thiole in mM-Konzentrationen vorhanden sind (z.B. Glutathion). In vielen Fällen ist
dSTORM zum Abbilden von ﬁxierten Zellen leichter umsetzbar.
Wie schon oben erwähnt wurde (s. Kapitel 3.2.2), hängt die Lokalisierungsgenauigkeit
sowie das resultierende Auﬂösungsvermögen von der Anzahl der Photonen pro Lokali-
sierung bzw. Anzustand ab, die ein Farbstoﬀ aussendet. Um die Photonenzahlen von
rot-absorbierenden Cyanin-Farbstoﬀen in Kombination mit dSTORM zu erhöhen, wurde
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Abbildung 3.26: Photonenzahlen pro Lokalisierung aus lokalisierungsbasierten Superauﬂösungs-
messungen in ﬁxierten COS-7-Zellen unter Verwendung unterschiedlicher Thiol-
Puﬀerzusammensetzung mit und ohne COT-Zusatz. Alle Messlösungen bein-
halten Sauerstoﬀentzugssystem. ME-Puﬀer enthält 100 mM ME, MEA-Puﬀer:
100 mM MEA, MEA+ME-Puﬀer: 10 mM MEA und 50 mM ME. COT-
Konzentration beträgt 2 mM [67].
ein weiterer Triplett-Quencher Cyclooctatetraen (COT) (s. Kapitel 3.1.5.1) zugesetzt [67]
(s. Abbildung 3.26). In Kombination von COT mit dSTORM werden die Anzustände von
Alexa647 verlängert, da COT mit den Thiolen (ME) um die Farbstoﬀ-T1-Zustände kon-
kurrieren. Um die Anzahl der Photonen pro Lokalisierung zu erhöhen, müssen in diesem
Fall höhere Laseranregungsleistungen eingesetzt werden. Die Auszustände bleiben beim
Einsatz von COT weitgehend unverändert. Auf diese Weise lässt sich eine Verdreifachung
der Photonenzahl pro Lokalisierung erzielen [67]. Der Nachteil von COT ist, dass es in
wässrigen Medien kaum löslich ist und organische Lösemittel (DMSO, DMF) als Vermitt-
ler braucht, die eventuell Einﬂuss auf die Fluroszenzfarbstoﬀe nehmen können. Darüber
hinaus wirkt COT toxisch, was den sowieso schon beschränkten dSTORM-Einsatz in le-
benden Zellen noch weiter erschwert. Daher wird im Rahmen dieser Arbeit untersucht, ob
mit ROXS (Trolox/Troloxchinon) als Triplett-Quencher mit geringerer Toxizität in Kom-
bination mit dSTORM vergleichbare Ergebnisse wie mit COT erzielt werden können.
3.2.2.2 Lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie mit FPs Allgemein
gibt es drei Arten von ﬂuoreszierenden Proteinen, die in der lokalisierungsbasierten Su-
perauﬂösungsmikroskopie verwendet werden. Dabei handelt es sich um irreversibel pho-
toaktivierbare, reversibel phototoschaltbare sowie FPs mit intrinsischem Blinkverhalten
(s. Abbildung 3.27). Die erste Art von FPs wird in der sogenannte PALM (engl. photo-
activated localization microscopy [10]) verwendet, die eine weitere Form der LB-Methode
ist. Dabei werden inaktive Fluorophore jeweils irreversibel optisch aktiviert und infolge
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von Fluoreszenzanregung werden deren Lokalisierungsdaten solange ausgelesen, bis das
irreversible Photobleichen eingetreten ist. In meisten Fällen wird die UV-lichtinduzierte
Aktivierung durch irreversible chemische Veränderungen des Fluorophorzentrums sowie
seiner unmittelbaren Umgebung begleitet (s. Abbildung 3.27 a). Zu den am weitesten ver-
breiteten irreversibel photoaktivierbaren FPs gehören PAmCherry1 und EosFP (s. Abbil-
dung 3.28). Wie es in Abbildung 3.27 a gezeigt wird, erfolgt die Aktivierung von PAm-
Cherry1 nach UV-Bestrahlung hauptsächlich in Form von Decarboxylierung im Glu215
und nachfolgender Oxidation der C-C-Bindung im Tyr66 durch den molekularen Sauer-
stoﬀ [68].
Abbildung 3.27: Drei unterschiedliche Typen von ﬂuoreszierenden Proteinen mit entsprechen-
den Veränderungen am Fluorophorzentrum, die in der lokalisierungsbasierten
Superauﬂösungsmikroskopie verwendet werden: (a) Durch UV-Strahlung irre-
versibel photoaktivierbare FPs am Beispiel von PAmCherry1, wobei es Hin-
weise gibt, dass sich das aktivierte Fluorophor in trans-Konformation beﬁnden
kann [68]. (b) Reversibel photoschaltbare FPs am Beispiel von EYFP mit cis-
trans-Isomerisierung sowie (c) FPs mit intrinsischem Blinkverhalten infolge von
Protolyse am Beispiel von EYFP.
Bei den reversibel photoschaltbaren FPs handelt es sich in meisten Fällen um anregungs-
lichtinduzierte Umwandlung von ﬂuoreszenzaktiver anionischer cis-Form in die inaktive
trans-Konformation. Die Rückreaktion wird entweder durch UV-Bestrahlung induziert
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oder erfolgt thermisch auf einer deutlich langsameren Zeitskala von mehreren Minuten bis
Stunden. Es gibt Hinweise, dass die pKs-Werte der trans-Konformation im höheren basi-
schen Bereich liegen können, so dass unter physiologischen Bedingungen die trans-Form
protoniert vorliegen kann [69]. Des Weiteren gibt es FPs mit intrinsischem Blinken, die ne-
ben dem Anregungslicht keine zusätzliche Lichtquelle benötigen. Das intrinsische Blinken
im ms-Bereich kann z.B. durch ein Protolysegleichgewicht der cis-Konformation hervor-
gerufen werden. Beﬁndet sich der pKs-Wert der cis-Form nahe dem neutralen Bereich, so
ﬁndet das intrinsische Blinken unter physiologischen Bedingungen statt [69]. EYFP gilt
als Beispiel für die letzten zwei Typen von FPs (s. Abbildung 3.27 b-c) [36, 37].
Abbildung 3.28: (a) Beugungsbegrenztes TIRF-Bild und (b) PALM-superaufgelöstes Bild von
Praxilin-EosFP-Fusionsproteinen in einer HeLa-Zelle mit einem Maßstabbalken
von 2 µm und (c-d) vergrößerte Ansichten von (a-b) mit einem Maßstabbalken
von 500 nm [70].
Wie schon in Kapitel 3.1.4.2 erwähnt wurde, weisen FPs als Fluoreszenzmarker zahlreiche
Stärken, aber auch Schwächen auf. FPs können zum Aggregieren neigen, was wiederum
unerwünschte Aggregatbildung von Fusionsproteinen herbeiführen und die native Vertei-
lung von Zielproteinen innerhalb der Zelle beeinträchtigen kann [42]. Die Faltungseﬃzienz
von FPs und vollständige Ausbildung vom Fluorophorzentrum zum Zeitpunkt der Bild-
aufnahme sind nicht immer zwingend 100 %. Daher kann der Anteil der detektierten
Fusionsproteine und somit die Markierungsdichte deutlich geringer sein als das tatsächli-
che Proteinexpressionsniveau. Diese Deﬁzite können zu einer fehlerhaften intrazellulären
Struktur, zu vermindertem Auﬂösungsvermögen und eingeschränkter quantitativer Ana-
lyse des Zielproteins führen [42]. Einer der zentralen Einﬂussfaktoren auf die Auﬂösung
in LB-Superauﬂösungsmikroskopie ist die emittierte Photonenzahl pro Lokalisierung. FPs
sind meistens deutlich dunkler als organische Fluoreszenzfarbstoﬀe und emittieren so-
mit meistens um den Faktor 10 weniger Photonen pro Lokalisierung [42]. Dieser Nachteil
kann daher die Qualität von Superauﬂösungsmikroskopie gravierend beeinträchtigen. Um
an diesen Schwachpunkten arbeiten zu können, bedarf es aufschlussreicher Analyse- und
Optimierungsmethoden von FPs. Eine präzise und detaillierte Untersuchung der pho-
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tophysikalischen Eigenschaften von einzelnen FPs exprimiert in Zellen im Hinblick auf
lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie (z.B. An-Auszeiten oder Anzahl der
Schaltzyklen bzw. Lokalisierungen) gestaltet sich häuﬁg sehr kompliziert. Das liegt im
Wesentlichen daran, dass in Zellen mit exprimierten FPs eine relativ hohe Markierungs-
dichte vorliegt, um den zeitlichen Verlauf der Fluoreszenzsignale eindeutig jedem einzelnen
FP zuzuordnen. Deswegen ist es in vielen Fällen ratsam, auf Untersuchungen in vitro zu-
rückzugreifen [42], bei denen die Dichte der immobilisierten aufgereinigten Proteine gut
kontrollierbar ist und diese somit eindeutig voneinander zu unterscheiden sind. Des Weite-
ren kann so der Einﬂuss des speziﬁschen intrazellulären Mediums verschiedener Zellen auf
die FP-Eigenschaften besser untersucht werden und Vergleichbarkeit von Messergebnissen
verschiedener FPs hergestellt werden.
3.2.3 DNA-Origami-Nanostrukturen als Referenzproben für die
Superauflösungsmikroskopie
Das Auﬂösungsvermögen ist insbesondere für die lokalisierungsbasierten Superauﬂösungs-
methoden nur grob theoretisch abschätzbar. Das liegt überwiegend an der Fülle von Ein-
ﬂussfaktoren seitens des Mikroskops sowie der Probe (z.B. Laserleistung, Probendrift,
Markierungsdichte usw.). Um die maximal erreichbare Auﬂösung von Mikroskopen tes-
ten und um unterschiedliche Mikroskopietechniken besser untereinander vergleichen zu
können, sind Testproben mit kontrollierbaren, homogenen und reproduzierbaren Eigen-
schaften notwendig. Im Idealfall geht es um klar deﬁnierte Strukturen mit einem frei
wählbaren Abstand zwischen den Fluoreszenzmarkierungen sowie mit einer kontrollierba-
ren Markierungsdichte. Für diese Zwecke wurde häuﬁger auf die in der Natur vorkom-
menden Strukturen im nanoskaligen Bereich zurückgegriﬀen. Dabei handelt es sich um
intrazelluläre Strukturen, die leider nicht immer reproduzierbar und eindeutig sind. Am
häuﬁgsten werden zelluläre Polymere wie Aktinﬁlamente oder Mikrotubuli in ﬁxierten
Zellen oder in vitro [73, 74] benutzt (s. Abbildung 3.29). Diese Art von Proben erfüllt
jedoch nur begrenzt die notwendigen Anforderungen an die Teststrukturen. Mikrotubuli
sind beispielsweise röhrenförmige Filamente, die einen inneren und äußeren Durchmesser
von jeweils ca. 14 nm und 25 nm haben (s. Abbildung 3.29 a) [71]. Würden sie zur Charak-
terisierung der Auﬂösung benutzt, so ist die maximal mögliche laterale Auﬂösung im Falle
von einer direkten Markierung ohne Immunofärbung (mit Hilfe von primären, sekundären
Antikörpern) auf 14 nm begrenzt. Werden die Filamente jedoch durch die konventionelle
Immunofärbung markiert, so kann nur das äußere Proﬁl der Filamente abgebildet werden.
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Abbildung 3.29: (a) Eine schematische Darstellung eines Mikrotubulus [71]. (b) Lokalisierungs-
basiertes superaufgelöstes Bild der in vitro polymerisierten Mikrotubuli (grün)
mit entsprechenden Querschnittshistogrammen i-iii (c). Die margenta-farbene
Teilstruktur ist beugungsbegrenzt abgebildet. Die Filamente wurden mit Cy3B-
Farbstoﬀen direkt ohne Immunofärbung markiert. Die Querschnittshistogram-
me der ausgewählten Regionen entlang der Fimalente (i, ii) deuten auf die röh-
renförmige Filamentgeometrie mit einem inneren Durchmesser von ca. 17 nm
hin, was gleichzeitig die maximal mögliche messbare Auﬂösung darstellt. (d) Lo-
kalisierungsbasiertes superaufgelöstes Bild von immobilisierten Aktinﬁlamenten
(links) mit einem vergrößerten Ausschnitt (rechts), in dem Filamente parallel
zueinander verlaufen und das unten stehende Querschnittshistogramm ergeben
[72].
Die Immunofärbung verbreitert darüber hinaus die räumliche Ausdehnung der Mikrotu-
buli, so dass die maximal erreichbare Auﬂösung mit dem eﬀektiven Außendurchmesser von
bis zu 60 nm übereinstimmt [74]. Des Weiteren weist das superaufgelöste Bild in Abbil-
dung 3.29 iii Teilstrukturen auf, deren Querschnittshistogramme gar keine röhrenförmige
Form besitzen. Das ist ein Hinweis für eine inhomogen verteilte Markierungsdichte, die
laut dem Nyquist-Kriterium (s. Kapitel 3.2.2) einen Einﬂuss auf das Auﬂösungsvermögen
hat. Auch zufällig parallel verlaufende Aktinﬁlamente werden häuﬁg zur Demonstration
der Auﬂösung benutzt (s. Abbildung 3.29 d) [75, 76]. Intrazelluläre Aktinﬁlamente haben
einen Durchmesser von ca. 7 nm. Der gemessene Abstand zwischen den parallelen Fila-
menten verrät jedoch kaum etwas von der maximal möglichen Auﬂösung.
Eine rasante Entwicklung von einem sehr jungen Forschungsbereich namens strukturel-
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le DNA-Nanotechnologie ermöglichte Alternativkonzepte zur Herstellung von artiﬁziellen
Teststrukturen, die die oben genannten Anforderungen besser erfüllen. Dabei handelt es
sich um die sogenannten DNA-Origami-Strukturen, die in der Fähigkeit der DNA zum
Falten ihren Ursprung haben. Desoxyribonukleinsäuremolekül (DNA) ist ein Biomolekül
und besteht aus Nukleotiden bzw. Basen als Bausteine (Adenin/A, Thymin/T, Guanin/G,
Cytosin/C). Jedes der Nukleotide besteht aus einer Phosphatgruppe, einem Desoxyribose-
Zuckermolekül und einer heterozyklischen Nukleinbase. DNA ist in allen Lebewesen ver-
treten, denn als Erbgutträger enthält es den Bauplan des Lebens. Im natürlichen Zustand
liegt DNA als schraubenförmige Doppelhelix (doppelsträngige, dsDNA) in B-Form vor,
die durch die Wechselwirkungen in Form von Wasserstoﬀbrückenbindungen zwischen ge-
genüberliegenden Basen gebildet wird. Dabei paaren sich Adenin mit Thymin und Cytosin
mit Guanin sehr selektiv miteinander (Watson-Crick-Basenpaarung, s. Abbildung 3.30 a).
Die Stabilität von dsDNA wird auch durch die Stapelwechselwirkungen zwischen den auf-
einanderfolgenden Basen erhöht. In der dsDNA (B-Form) beträgt der Abstand zwischen
den Basen 0,34 nm und der Durchmesser ca. 2 nm. Eine vollständige Drehung ﬁndet alle
3,4 nm statt. Daher beﬁndet sich die Größenordnung kürzerer DNA-Doppelstränge (< ca.
500 Basenpaare) im nanoskaligen Bereich. In der Biologie gibt es noch stärkere speziﬁsche
Wechselwirkungen (z.B. Antigen/Antikörper) als in der DNA. Der Nachteil dabei besteht
darin, dass sich diese Wechselwirkungen nur schlecht im großen Still parallelisieren und
programmieren lassen wie im Falle von DNA-Polymerketten.
Abbildung 3.30: (a) Skizze einer doppelsträngigen DNA mit speziﬁscher Basenpaarung zwischen
Adenin/Thymin und Cytosin/Guanin. (b) Skizze einer starren vierarmigen
DNA-Struktur, die durch zwei Übergänge (engl. cross overs) aus vier DNA-
Strängen gebildet wird, die der in der Natur vorkommenden labilen Holliday-
Struktur sehr stark ähnelt.
Zusammenfassend lässt sich also feststellen, dass die mechanische Stabilität der Doppel-
helices, die exquisite Selektivität der Basenpaarung (Hybridisierung) und daraus folgende
Selbstorganisation DNA sowie Zugang zu den Dimensionen im nanoskaligen Bereich zu
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einem potentiellen programmierbaren Baumaterial von Nanostrukturen machen. Die kon-
zeptionelle Grundlage zum Einsatz von DNA als Baumaterial lieferte Nadrian Seeman
in den frühen 1980er Jahren [77]. Somit war es die Geburtsstunde der modernen struk-
turellen DNA-Nanotechnologie. Dabei orientierte er sich an der in der Natur vorkom-
menden ﬂexiblen vierarmigen DNA-Holliday-Struktur, bei der vier DNA-Stränge durch
Überkreuzungen zusammengehalten werden (s. Abbildung 3.30 b). Durch den Symme-
triebruch der künstlich hergestellten DNA-Sequenzen konnte eine starre vierarmige DNA-
Struktur als Baublock zum Konstruieren von zwei- und dreidimensionalen periodischen
Gittern aus kürzeren DNA-Strängen benutzt werden. Die Entwicklung der DNA-Origami-
Technik von Paul Rothemund im Jahre 2006 war ein Durchbruch der strukturellen DNA-
Nanotechnologie [11]. Der entscheidende Unterschied zu bisherigen Methoden bestand
darin, dass neben den kürzeren DNA-Strängen ein viraler langer zirkulärer DNA-Strang
(engl. scaﬀold, ca. 7.000 - 8.000 Basen) eingesetzt wurde (s. Abbildung 3.31 a). Auf die-
se Weise wurden hierarchische Elemente in die DNA-Selbstorganisation eingeführt, die
eine signiﬁkante strukturelle Stabilität und Ausbeute mit sich brachte. Jeder der DNA-
Stränge (engl. staples, Heftklammern, 20 - 50 Basen) hat eine speziﬁsche unverwechselbare
DNA-Sequenz, die an bestimmte komplementäre Bereiche des Scaﬀolds via Hybridisie-
rung binden. Auf diese Weise werden alle beteiligten DNA-Stränge in eine gewünschte
programmierbare Form gebracht. Die vierarmigen DNA-Elemente spielen nach wie vor
eine tragende Rolle, denn durch die aufeinanderfolgenden Übergänge von Scaﬀold und
Staples werden die benachbarten Doppelhelices zusammengehalten (s. Abbildung 3.31 a).
Ein zusätzlicher Vorteil der DNA-Origami-Technik besteht darin, dass der lange Scaf-
foldstrang aus Bakteriophagen relativ leicht gewonnen werden kann. Die kürzeren DNA-
Stränge (staples) lassen sich hingegen relativ leicht künstlich herstellen. Zum Falten sind
zum einen die an die Zielstruktur angepassten thermischen Bedingungen in Form von
Erhitzen und sukzessivem Abkühlen der DNA-Stränge und zum anderen eine speziﬁsche
Salzkonzentration (MgCl2) zum Abschirmen der negativen Ladung der Phosphatreste
notwendig. Normalerweise werden kürzere DNA-Staples in einem ca. 10-fachen molaren
Überschuss im Vergleich zum Scaﬀold benutzt. Dadurch wird eine hohe Faltungsausbeute
insbesondere bei zweidimensionalen DNA-Origami-Strukturen (> 90 %) erreicht. Sowohl
durch die Variation von Staple- als auch von Scaﬀold-Sequenzen konnten vielfältige zwei-
und dreidimensionale aperiodische Nanostrukturen mit einer hohen strukturellen Homo-
genität, Reproduzierbarkeit und Stabilität unter physiologischen Bedingungen hergestellt
werden (s. Abbildung 3.32). Ein hohes Maß an Parallelisierung ist eine weitere wichtige
Eigenschaft der DNA-Origami-Technik, so dass in einem Faltungsansatz Milliarden von
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identischen Nanostrukturen gefaltet werden. Softwaregestützte Gestaltung der gewünsch-
ten Strukturen sorgte zusätzlich für eine rasche Verbreitung der Technologie.
Abbildung 3.31: (a) Schematische Darstellung der Synthese von rechteckigen DNA-Origami-
Strukturen aus einem zirkulären langen DNA-Strang (engl. scaﬀold) und vielen
kürzen DNA-Strängen (engl. staples) mittels speziﬁscher Basenpaarung und
Übergänge (engl.cross overs) unter einem bestimmten Temperaturprogramm.
(b) Funktionalisierung von DNA-Origami-Strukturen: über chemisch funktio-
nalisierte Staples/interne Markierung mit z.B. Fluoreszenzfarbstoﬀen (1), über
verlängerte Staples, die als Anker zum Anbinden von chemisch funktionali-
sierten DNA-Gegensträngen/externe Markierung dienen (2) sowie über das
Schlüssel-Schloss-Prinzip, wobei einer der Wechselwirkungspartner mit DNA
gekoppelt ist (3).
Ein weiterer Vorteil der DNA besteht darin, dass diese kurzen artiﬁziellen DNA-Staples
(20 - 50 Basen) relativ leicht mit vielen unterschiedlichen funktionellen Gruppen (Farbstoﬀ-
bzw. Biotin-Molekülen) gekoppelt werden können (Abbildung 3.31 b-1). Da die Position
jedes Staples genau bekannt ist, können Markierungen wie z.B. Fluoreszenzfarbstoﬀe beim
Falten mit einer Nanometerpräzision (ca. 1 nm) positioniert werden.
Daher basierte eine der ersten Anwendungen der DNA-Origami-Technik 2009 auf der
Herstellung von nanoskopischen ﬂuoreszierenden Nanometerlinealen [82] (s. Abbildung
3.33). Der Abstand zwischen den Basen in einer Doppelhelix (0,34 nm) gilt als ein Orien-
tierungswert zur Abschätzung der Abstände zwischen den Fluoreszenzmarkierungen, die
das zu testende Auﬂösungsvermögen darstellen. Ferner können kurze Staples mit einer
zusätzlichen Ankersequenz verlängert werden, so dass nach dem Falten die Strukturen
mit entsprechenden farbstoﬀmarkierten DNA-Gegensträngen extern markiert werden (s.
Abbildung 3.31 b-2). Eine andere Art von externer Markierung basiert auf dem Schlüssel-
Schloss-Prinzip (s. Abbildung 3.31 b-3), wobei eine relativ hohe Bindungsaﬃnität zwi-
schen Rezeptor und Ligand dafür notwendig ist. Für die superauﬂösende Fluoreszenz-
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Abbildung 3.32: Schematische Darstellung von 2D- (a-b) und 3D- (c) DNA-Origami-Strukturen
mit entsprechenden TEM- oder AFM-Bildaufnahmen: kompaktes einlagiges
DNA-Origami in Form eines Dreiecks (a), eines Smileys (b) [11] und mehr-
lagige DNA-Origmistruktur mit einer hexagonaler Packungsdichte aus paral-
lelen DNA-Doppelhelices (c) [78]. (d-f) Schematische Darstellung von funk-
tionalisierten DNA-Origami-Strukturen mit entsprechenden TEM- oder AFM-
Bildaufnahmen: (d) 24-Helixbündel mit einer spiralförmigen Anordnung von
Metallnanopartikeln [79], (e) Smiley-DNA-Origami, dessen Gesichtszüge infol-
ge orthogonaler Immobilisierung von unterschiedlichen Proteinen sichtbar wer-
den [80]. (f) 6-Helixbündel-DNA-Origami markiert mit Quantenpunkten via
Biotin-Streptavidin Wechselwirkung [81].
mikroskopie ist es wichtig, die zu untersuchenden Objekte bzw. Strukturen auf einem
Mikroskopdeckglas zu immobilisieren. Zu diesen Zwecken werden häuﬁg das Deckglas
mit dem Protein NeutrAvidin funktionalisiert, das sehr speziﬁsch mit Biotin wechselwirkt
(Kd=10−15 M), s. Abbildung 4.2. Die DNA-Origamis lassen sich daher kontrolliert immo-
bilisieren, wenn einige Staples mit jeweils einem Biotin-Molekül modiﬁziert sind. Obwohl
der strukturellen Vielfalt der DNA-Origami-Technik kaum Grenzen gesetzt sind, sind re-
lativ einfache DNA-Strukturen (Rechteck, 6-12-Helixbündel) aufgrund ihrer Robustheit
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und einfachen Handhabung besser für die ﬂuoreszierenden Nanometerlineale geeignet.
Die Abstände zwischen den Fluoreszenzmarkierungen im Bereich von ca. 5 - 300 nm, die
für die Mikroskopie von großer Relevanz sind, werden dank der DNA-Origami-Technik
zugänglich gemacht. Es dauerte nur wenige Jahre seit der Einführung der DNA-Origami-
Technik, bis die unterste Grenze des Auﬂösungsvermögens moderner Fluoreszenzmikro-
skopie (ca. 6 nm) anhand der DNA-Nanometerlineale demonstriert wurde [61, 62, 63].
Die Anordnung der Fluoreszenzmarker lässt sich nach Belieben gestalten, und zwar z.B.
in Form von Doppel- bzw. Tripelspots oder Strichen [83, 84]. Darüber hinaus sind DNA-
Nanometerlineale als Referenzproben aufgrund ihrer strukturellen Vorhersehbarkeit und
Einfachheit in der Handhabung sehr nützlich, um die Herkunft von Störfaktoren im Mess-
vorgang besser zu identiﬁzieren.
Abbildung 3.33: (a) Skizze eines rechteckigen DNA-Origami-Nanometerlineals mit einem Ab-
stand von ca. 98 nm zwischen zwei Fluoreszenzmarkierungen, bestehend aus
jeweils 7 Ankerstellen zum Anbinden von Alexa647-DNA-Gegensträngen (ex-
terne Markierung). (b) Beugungsbegrenztes TIRF-Bild und (c) superaufgelös-
tes Bild unter Benutzung der dSTORM-Methode. (c) Querschnittshistogramm
eines superaufgelösten Doppelspots [84].
Die Anwendung der DNA-Origami-Technik in der Fluoreszenzmikroskopie begrenzt sich
nicht nur aufs Vermessen von Abständen, sondern hat weitere vielfältige Einsatzmöglich-
keiten z.B. im Bereich von Partikelverfolgung oder quantitativer Vermessung der PSF
[85]. Dabei hängt die Qualität der Messergebnisse von den Eigenschaften der benutzten
Punktlichtquellen ab. Da die Platzierung von Fluoreszenzfarbstoﬀen am DNA-Origami
kontrolliert und mit einer Nanometerpräzision (ca. 1 nm) stattﬁndet, können kleine Punkt-
lichtquellen (ca. 23 nm) mit einer sehr hohen homogenen Farbstoﬀdichte ohne störende
Farbstoﬀwechselwirkungen wie Selbstlöschung erreicht werden. Diese Methode stellt eine
bessere Alternative zu den konventionellen Polystyrol-Mikrokügelchen gefüllt mit Fluo-
reszenzfarbstoﬀen dar, die relativ groß (> 40 nm) und stark heterogen in ihren spektro-
skopischen Eigenschaften sind [72]. DNA-Origami-Strukturen erwiesen sich auch als bio-
kompatible Plattform zur ortsspeziﬁschen Platzierung von Biomolekülen (z.B. Enzymen,
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Enzymkaskaden, Holliday-Strukturen usw.) ohne Beeinträchtigung ihrer speziﬁschen Ei-
genschaften [86, 87]. Einzelmolekülmessungen von immobilisierten und mit Biomolekülen
ausgestatteten DNA-Origami-Strukturen gewähren einzigartige Einblicke in die Dynamik
und Wechselwirkungen, die in Ensemblemessungen nicht immer zugänglich sind. Struktu-
relle DNA-Nanotechnologie eröﬀnet praktisch unbegrenzte Möglichkeiten, DNA-Origami-
Nanostrukturen als Nanoplattform mit beinahe allen vorstellbaren DNA-modiﬁzierten
Molekülen bzw. Metallnanopartikeln auszustatten. Angesichts dessen etabliert sich die
DNA-Technologie immer stärker in Richtung realer, praxisorientierter Anwendungsbe-
reiche wie Nanomedizin, insbesondere Medikamentenverabreichungssystem, Diagnostik
[88, 89], Therapie [90], Nanorobotik [91, 92, 93], Nanoelektronik [94] und Nanoplasmonik
[95, 96].
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4 Material und Methoden
4.1 EYFP-speziﬁsche Probenvorbereitung
4.1.1 Rekombinante Produktion und Aufreinigung von EYFP
Das Plasmidkonstrukt1 pTDeYFP-His6-Cys wurde mittels Hitzeschock-Transformation
in den E. coli -Expressionsstamm BL21 eingebracht. Dafür wurden die Zellen mit dem
Plasmid zunächst für 20 min bei 0 ◦C, für weitere 45 s bei 42 ◦C und anschließend für
2 min bei 0 ◦C inkubiert. Nach dem Hitzeschock wurden 400 µL SOC-Medium (Thermo
Fischer Scientiﬁc) zugegeben und für 1 h bei 37 ◦C, 250 rpm kultiviert. Diese Lösung
wurde dann 1:100 mit LB-Medium (mit 50 µg/ml Kanamycin) verdünnt und über Nacht
bei 37 ◦C kultiviert. Da das benutzte Plasmid eine Kanamycinresistenz trägt, konnten die
gewünschten Zellen selektiv gezüchtet werden.
4 mL dieser Vorkultur wurden mit LB-Medium (mit 50 µg/mL Kanamycin) 1:100 ver-
dünnt und weiter bei 37 ◦C, 180 rpm bis zu einem OD600-Wert von ca. 0,5 kultiviert. Durch
Zugabe des Induktors IPTG (125µM) wurde die Proteinexpression eingeleitet und für wei-
tere 2 h bei 37 ◦C, 180 rpm kultiviert. Nach der Proteinexpression wurde die Zellkultur
abzentrifugiert (15 min, 4 ◦C, 10.000 rpm) und das erhaltene Pellet wurde mit ca. 25 mL
Lysispuﬀer (B-PER) versetzt und ca. 1 h bei RT inkubiert. Danach wurde 1 µL DNase
zugegeben und für weitere 30 min inkubiert. Nach dem Zellaufschluss wurden unlösliche
Zellbestandteile durch Zentrifugieren abgetrennt (25 min, 4 ◦C, 30.000 rpm), wobei der
Überstand (Zelllysat) das wasserlösliche EYFP-(Cys-His6)-Protein enthielt. Im nachfol-
genden Schritt wurde das Zelllysat auf eine Ni-NTA Aﬃnitätssäule (5 mL Säulenvolumen,
SV) gegeben. Die Ni-NTA Säule wurde im Vorfeld mit 10x Säulenvolumen gewaschen. Im-
mobilisierte EYFP-Proteine wurden mit 10x SV des Waschpuﬀers aufgereinigt und mit
10 mL Imidazol-haltigem Elutionspuﬀer eluiert. Danach wurde die aufgereinigte Protein-
Lösung durch eine druckbetriebene Ultraﬁltration (10k MWCO-Filter, OMEGA, 25 MM)
auf ca. 600 µL aufkonzentriert. Im letzten Aufreinigungsschritt wurde eine NAP5-Säule
mit 10 mL PBS-1 (16,7 mM KH2PO4, 83,3 mM K2HPO4, 150 mM NaCl, pH 7,3) equili-




1Das Plasmid wurde von Dr. T. Dammyer konstruiert, basierend auf dem pEYFP-C1 Vektor, Clonetech,
Takara.
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4.1.2 Synthese und Analyse von EYFP-DNA-Konjugaten
Die Säulen Superdex 200, 10/300 GL und MonoQ 4.7/100 PE wurden mit einer FPLC-
Anlage, Äkta Puriﬁer, GE Healthcare Life Science betrieben. Das eingestellte Fraktionie-
rungsvolumen betrug 0,5 mL und die Flussraten 0,5 mL/min. Die Synthese des EYFP-
DNA-Konjugats erfolgte unter Benutzung eines sSMCC-Linkers, aminomodiﬁzierten DNA-
Oligonukleotids (NH2-DNA, NH2-C6H12-5′-GTG ATG TAG GTG GTA GAG GAA-3′)
und EYFP mit einer Cysteingruppe am C-Ende (s.o.) [97, 98, 99]. Eine wässrige Lösung
von NH2-DNA (25 µM, 500 µL, in PBS-1) wurde mit dem 1,5 g sSMCC-Linker (100x
molarer Überschuss zu DNA), der vorher in 50 µL DMF gelöst wurde, für 1,5 h, 35 ◦C,
300 rpm inkubiert. Danach wurde die Mischung chromatographisch mit einer Gelﬁltrati-
onssäule (Superdex) mit PBS-1 als mobile Phase und unter Beobachtung der Absorbanz
bei 260 nm, 280 nm, 514 nm aufgetrennt, um die Maleimid-aktivierte DNA getrennt vom
überschüssigen sSMCC-Linker zu erhalten. Um EYFP (170 µM, 500 µL) zu aktivieren
und somit mögliche S-S-Bindungen zwischen EYFPs zu spalten, wurde das Protein mit
Dithiothreitol (DTT, 1 M, 120 µL) lichtgeschützt inkubiert (30 min, 35 ◦C, 300 rpm) und
anschließend chromatographisch (Superdex) mit PBS-2 (16,7 mM KH2PO4, 83,3 mM
K2HPO4, 150 mM NaCl, pH 6,8) als mobile Phase aufgereinigt. Im letzten Schritt wurde
aktivierte DNA und EYFP (im ca. 4-fachen molaren Überschuss zu NH2-DNA) vereint und
ca. 12 h, 170 rpm, 23 ◦C lichtgeschützt inkubiert. Nach der Reaktion wurde das Volumen
dieser Mischung über eine druckbetriebene Ultraﬁltration (s.o.) auf ca. 450 µL reduziert.
Der letzte Aufreinigungsschritt erfolgte unter Benutzung der Anionenaustauschchromato-
graphie (MonoQ) mit einem NaCl-Gradienten (0 M - 1 M) und Tris-Puﬀer (20 mM Tris,
pH 7,3) als mobile Phase. Die erwähnten Konzentrationen wurden aus den Absorbanz-
werten und Extinktionskoeﬃzienten berechnet:
DNA-ON21 bei 260 nm  = 20·104 M−1cm−1, EYFP bei 514 nm  = 8,4·104 M−1cm−1
[100].
Der Hauptpeak (II) aus dem Anionenaustauschchromatogramm (s. Abbildung 5.11) wur-
de mit nativer und denaturierender PAGE-Gelelektrophorese (Polyacrylamidgel, 15 %,
200 mV, 1 h) untersucht (s. Tabelle 9.1). Die Konzentration aller zu untersuchenden Pro-
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ben wurden zu ca. 0,5µM verdünnt. Mittels nativ-PAGE wurde die elektrophoretische
Mobilität von Peak II mit unkonjugierten und aktivierten EYFP verglichen. Des Weiteren
wurde Peak II mit dem Atto655-DNA-Gegenstrang (1:1, jeweils ca. 2 µM-Endkonzentra-
tion) für 15 min, 30 ◦C hybridisiert. EYFP, Peak II, Peak II/Atto655-DNA wurden mit
Tris-Puﬀer (20 mM Tris, 50 mM NaCl, pH 7,3) und 2x Ladepuﬀer entsprechend ver-
dünnt. Die Probenbanden wurden anschließend mit einem Fluoreszenzscanner Typhon
FLA-7000 durch 2-Farbenanregung (473/670 nm) visualisiert, wobei das Fluoreszenzsignal
der beiden Farbkanäle übereinandergelegt wurde. Zur Analyse der molekularen Masse von
Peak II wurde denaturierende SDS-PAGE-Gelelektrophorese herangezogen. Aufgereinig-
tes EYFP-Protein und Peak II wurden mit dem denaturierenden Ladepuﬀer 1:1 verdünnt
und für 10 min, 95 ◦C, 400 rpm inkubiert. Als Referenz für die Masse wurde eine Pro-
teinleiter (PageRuler Unstained Broad Range, ThermoScientiﬁc) eingesetzt. Zum Visua-
lisieren der Banden wurde das SDS-PAGE-Gel in einer Coomassie-Färbelösung inkubiert
und anschließend in einer Entfärbelösung entfärbt. Als Referenzprobe wurde Proteinleiter
(PageRuler Unstained Broad Range, ThermoScientiﬁc) benutzt.
4.1.3 Fluoreszenzmarkierung des Nanoantikörpers
Anti-EYFP-Nanoantikörper (Nb, Chromotek) wurde kommerziell erworben und mit Alexa-
647-NHS (Molecular Probes/Life Technologies, A37573) nach Gebrauchsanleitung des
Herstellers Life Technologies (MAN0001774) gekoppelt2. Die Fluoreszenzmarkierung er-
folgte über frei zugängliche Aminogruppen des Nanoantikörpers in einer Ein-Schritt-
Reaktion mit NHS-Alexa647 und mit anschließender chromatographischer Aufreinigung
über eine Gelﬁltrationssäule (Superdex 200, 10/300 GL, als PBS als Laufpuﬀer mit 10 mM
K2HPO4/KH2PO4, 2,7 mM KCl, 140 mM NaCl). Für die Berechnung der Kopplungs-
stöchiometrie wurde der Absorbanzwert von Nb-Alexa647 bei 280 nm gegen die Eigenab-
sorption von Alexa647 korrigiert, woraus die Nb-Konzentration berechnet wurde (s. Life
Technologies, MAN0001774). Die Konzentrationsbestimmung des Farbstoﬀs wurde aus
den Absorbanzmessungen bei 650 nm vorgenommen.
2Die Markierung wurde im Rahmen einer Bachelorarbeit von Christina Priebe durchgeführt.
61
4 Material und Methoden
4.2 Probenvorbereitung für Einzelmolekülmessungen
4.2.1 DNA-basierte Proben
Die Sequenzen der benutzten DNA-Staples für DNA-Origami-Strukturen sind im Anhang
aufgelistet. Alle modiﬁzierten und unmodiﬁzierten DNA-Stränge wurden kommerziell er-
worben (Euroﬁns MWG).
(a). 12HB-DNA-Origami-Strukturen wurden aus einer Mischung hergestellt, die aus einem
p8064-Scaﬀold (10 nM), unmodiﬁzierten DNA-Staples mit einem 10-fachen molaren Über-
schuss und aus modiﬁzierten Staples (Biotin, Atto647N und Ankerverlängerungen) mit
einem 30-fachen molaren Überschuss im Faltungspuﬀer (5 mM Tris, 1 mM EDTA, 16 mM
MgCl2, pH 8) mit einem Gesamtvolumen von 100 µL bestand. Der Faltungsprozess fand
in einem Thermocycler (MJ Research, PTC-225) nach folgendem Temperaturprogramm
statt: (1) 80 ◦C, 15 min; (2) 80 ◦C - 66 ◦C, 5 min pro ◦C; (3) 65 - 30 ◦C, 30 min pro ◦C.
Überschüssige DNA-Staples wurden durch dreifaches Filtern mit dem Faltungspuﬀer (je-
weils 10 min, 10.000 rcf, AmiconUltra, 0,5 mL, 100k Zentrifugenﬁlter) entfernt. Anschlie-
ßend wurden die gefalteten DNA-Origami-Strukturen in ein Mikrozentrifugationsgefäß
(15 min, 3.000 rcf) überführt (25 µL, ca. 30 nM). Zum externen Markieren wurden die
aufgereinigten DNA-Nanostrukturen mit EYFP-DNA-Konjugaten mit ca. 5-fachen mola-
ren Überschuss pro Ankerstrang für 2 h, 37 ◦C inkubiert. Zunächst wurden die Amiconﬁl-
ter mit einer BSA-Lösung (0,1 mg/mL) abgesättigt, indem sie dreimal mit der besagten
Lösung zentrifugiert wurden (10 min, 8.000 rcf). Das war notwendig, um die unspeziﬁsche
Wechselwirkung des Filtermaterials mit den EYFP-DNA-Origami-Strukturen und die dar-
aus resultierenden Verluste zu vermeiden. Anschließend wurden die ﬂuoreszenzmarkierten
12HB-DNA-Strukturen mit dem Faltungspuﬀer (zusätzlich mit 0,1 mg/mL BSA) geﬁltert
(10 min, 8.000 rcf) und zurückgewonnen wie unmarkierte 12HB-Origami-Strukturen (s.o.).
Des Weiteren war für die 2-Farben-Superauﬂösungsmessungen (EYFP und Alexa647) ein
zusätzlicher Markierungsschritt mit Alexa647-5′-AAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAA-3′
notwendig, wobei die dafür notwendigen Ankerstränge die unmodiﬁzierten Staples ersetz-
ten. Die Aufreinigungsschritte waren analog zu EYFP-Markierung.
(b). Rechteckige DNA-Origami-Strukturen wurden analog zu den 12HB-Nanostrukturen
gefaltet, wobei das Protokoll folgendermaßen verändert wurde: p7249-Scaﬀold (17,6 nM),
Faltungspuﬀer (5 mM Tris, 1 mM EDTA, 12,5 mM MgCl2, pH 8) und Temperaturpro-
gramm: (1) 90 ◦C, 15 min; (2) 89 ◦C - 20 ◦C, 1 min pro ◦C.
Filterbasierte Aufreinigung nach dem Falten und Markieren mit Alexa647-5′-TTTGTGA-
TGTAGGTGGTAGAGGAA-3′ erfolgte analog zu den 12HB-Strukturen. Die Alexa647-
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markierten rechteckigen DNA-Strukturen wurden anschließend mittels Agarosegel-Elektro-
phorese (1,5 %) aufgreinigt (s. Abbildung 4.1). Die Visualisierung der Probenbanden
erfolgte durch Anfärbung mit SYBRGold als Nukleinsäuregel-Fluoreszenzfarbstoﬀ (Ther-
mo Fischer Scientiﬁc) sowie Fluoreszenzanregung durch UV-Licht (VWR GenoSmartUV).
SYBRGold (1 µL, 10.000x Stocklösung in DMSO) wurde vorm Erhärten des Gels hin-
zugegeben. Die Aufreinigung der EYFP-12HB-Strukturen mit SYBRGold/Agarosegel-
Elektrophorese ist dadurch erschwert, dass SYBRGold einen starken Fluoreszenzhinter-
grund im blauen Anregungsbereich verursacht.
Für die DNA-PAINT-Messungen wurden die gefalteten rechteckigen DNA-Origami-Struk-
turen gleich mittels Agarosegel-Elektrophorese (s.o.) aufgereingt. Die Länge der benutzten
DNA-PAINT-Stränge betrug je nach Mikroskop 6 oder 8 Basen mit folgenden Sequenzen:
5-′CGGGCA-3′-Atto655 (6 Basen), 5-′CGGGCATT-3′-Atto655 (8 Basen)
Abbildung 4.1: Agarosegel-Elektrophorese (15 %) von rechteckigen DNA-Origami-Strukturen
und Scaﬀold als Referenz: 30 µL DNA-Probe (30 - 5 nM) wurden mit 10x
BlueJuiceTM -Ladepuﬀer versetzt, in die Taschen geladen und anschließend mit
0,5x TBE-Puﬀer, 11 mM MgCl2 als Laufpuﬀer unter 80 V, 90 min aufgereinigt.
Scaﬀold, DNA-Origamis und freie Staples weisen unterschiedliche elektrophore-
tische Mobilität auf.
(c). Fluoreszenzmarkierter DNA-Strang (Cy5, Alexa647) wurde mit einem Biotin-DNA-
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4.2.2 Passivierung von Glasoberﬂächen für Objektiv-TIRF
Für die Objektiv-TIRF-Messungen (mit Ausnahme von EYFP/Alexa647-Nanoantikörper,
s. Kapitel 4.2.3) wurden Kammerdeckgläser (Lab-Tek, Thermo Scientiﬁc 155409, # 1,5)
benutzt. Zunächst wurden sie mit 1 M KOH für ca. 15 min gereinigt und mit PBS-Puﬀer
(137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM K2HPO4/KH2PO4) dreimal gespült. Chemische
Passivierung (s. Abbildung 4.2) erfolgte im ersten Schritt mit einer BSA-Biotin-Lösung
(0,5 mg/mL in PBS, 100 µL je Kammer, 4 ◦C, über Nacht). Anschließend wurden die
Kammern gründlich mit PBS gespült und mit einer NeutrAvidin-Lösung (0,5 mg/mL in
PBS) für 1 h, bei RT inkubiert. Mit drei nachfolgenden Waschschritten mit PBS war
die chemische Passivierung der Kammern abgeschlossen. Die zu untersuchenden Proben
(z.B. dsDNA-Alexa674/Cy5, ﬂuoreszenzmarkierte DNA-Origami-Strukturen) wurden auf
ca. 200 pM verdünnt, bevor sie zum Immobilisieren in die Kammern gegeben wurden.
Nach der Inkubationszeit von ca. 10 min bei RT wurde ungebundene Probe durch drei
Waschschritte mit PBS entfernt.
Abbildung 4.2: Passivierung von Lab-Tek-Kammern mit BSA-Biotin und NeutrAvidin, das
vier Bindetaschen für Biotin-Moleküle hat. DNA-Origami-Strukturen sind mit
Biotin-Molekülen ausgestattet und binden an die passivierte Oberﬂäche über
Biotin-NeutrAvidin-Wechselwirkung.
4.2.3 Passivierung von Glasoberﬂächen für PRISM-TIRF
Für Messungen von Wechselwirkungen zwischen EYFP-12HB-DNA-Teststrukturen und
Alexa647-markierten Nanoantikörpern wurde Mikroskop 2 von Objektiv-TIRF auf PRISM-
TIRF umgebaut (s. Kapitel 4.3.2, PRISM-TIRF). Dies lag im Wesentlichen daran, dass
Alexa647-Nanoantikörper in hoher Konzentration (1 nM) mit passivierten Lab-Tek-Ober-
ﬂächen massiv unspeziﬁsch wechselwirkten. In PRISM-TIRF werden spezielle Durch-
ﬂusskammern benutzt, deren chemische Passivierung eine bessere Qualität hat als die
von Lab-Teks. Diese Kammern setzten sich aus einem chemisch behandelten Deckglas
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und Quarzobjektträger und aus dazwischenliegenden Paraﬁlmstreifen zur Ausbildung von
Kammerwänden zusammen. Die Probe wurde auf den Quarzobjektträgern immobilisiert.
Passivierung basiert auf dem Einsatz von PEG-Polymer (Polyethylenglykol) [101], das
eine stark abweisende Wirkung gegen unspeziﬁsche Proteinwechselwirkung mit der be-
nutzten Oberﬂäche hat. Mit Peroxoschwefelsäure gereinigte und getrocknete Deckgläser
sowie Quarzobjektträger wurden mit Aminosilan (A0700, Amchro) behandelt: 300 mL
Methanol, 8 mL Aminosilan, 15 mL 100 % Essigsäure, 20 min bei RT. Anschließend
wurden sie gründlich mit milliQ-Wasser gereinigt. Im zweiten Schritt wurden Amino-
modiﬁzierten Oberﬂächen mit PEG-Biotin und PEG (1:20, MW 5000, Laysan Bio), die
eine NHS-Gruppe enthielten, behandelt (3 h, RT, 10 mM NaHCO3, pH 8,3). Zum Schluss
wurden Deckgläser sowie Quarzobjektträger mit milliQ-Wasser gespült, getrocknet und
unter Vakuum bei -20 ◦C aufbewahrt. Die Behandlung mit NeutrAvidin und Immobilisie-
rung von Proben erfolgte und analog zu Kapitel 4.2.2.
4.2.4 Chemische Bedingungen für Einzelmolekülmessungen
Das enzymatische Sauerstoﬀentzugssystem enthielt 1 mg/mL Glucose-Oxidase (G2133-
10KU/Sigma Aldrich), 0,4 (v/v) Katalase (C3155-50MG/Sigma Aldrich), 30 % Glyzerin,
12,5 mM KCl in 50 mM Tris, pH 7,5. Für die TIRF-Messungen wurde diese Stocklösung
des Sauerstoﬀentzugssystems im jeweiligen Messpuﬀer mit 1 % Glucose (w/w) zu einer
Konzentration von 10 % (v/v) verdünnt. 20x Stocklösung von β-Mercaptoethanol (ME,
Sigma Aldrich) wurde in jeweiligem Tris-Puﬀer (I-II, s.u.) gelöst, wobei der pH-Wert erst
nach ME-Zugabe eingestellt wurde.
(a). Basierend auf Tris-Puﬀer (I) mit 100 mM Tris, 50 mM NaCl, pH 8 wurden Messun-
gen mit Cyanin-Farbstoﬀen (Cy5, Alexa647, s. Kapitel 5.1) durchgeführt. COT (Sigma
Aldrich) wurde in DMF zu 250 mM gelöst, das zum Schluss auf die Endkonzentration von
2 mM verdünnt wurde. Trolox (2,3 mM, Sigma Aldrich) wurde in Tris-Puﬀer (I) gelöst
und mit 300 nm UV-Licht bestrahlt, bis das molare Verhältnis von TX zu TQ ca. 5,5
betrug. Die Konzentrationsbestimmung lief unter Beobachtung der Absorbanzwerte bei
255 nm mit Nanodrop (Themo Scientiﬁc) [50].
(b). Basierend auf Tris-Puﬀer (II) mit 50 mM Tris, 50 mM NaCl, 100 mM MgCl2, pH 7,4
wurden EYFP-Messungen durchgeführt (s. Kapitel 5.2).
(c). Für DNA-PAINT-Messungen wurden in Abhängigkeit vom verwendeten Mikroskop
8- oder 6-basige Atto655-DNA-PAINT-Stränge mit einer Konzentration von 5 nM in PBS
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(137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM KH2PO4/K2HPO4, 10 mM MgCl2) benutzt. Nut-
zung von Lab-Tek-Kammern mit BSA-Biotin/NeutrAvidin-Passivierung war trotz hoher
Farbstoﬀkonzentration möglich, da diese kaum unspeziﬁsch mit der Oberﬂäche wechsel-
wirkten. Die mittlere Raumtemperatur betrug 22,7 ± 0,3 ◦C.
4.3 Mikroskopaufbau für Einzelmolekülmessungen
4.3.1 Objektiv-TIRF
In Abbildung 4.3 ist ein schematischer Aufbau eines Weitfeld-Fluoreszenzmikroskops dar-
gestellt. Parallele Ausleuchtung der Probe erfolgt, indem der Laseranregungsstrahl auf die
hintere fokale Ebene des Objektivs fokussiert wird. Dafür ist ein System aus zwei Linsen
mit unterschiedlichen Brennweiten (f1 = 12,5 mm, f2 = 100 mm) notwendig. Es besteht
folgender Zusammenhang zwischen den Brennweiten der Linsen und der Anordnung der
optischen Teile: 2f2 + f1 ist der Abstand zwischen den Linsen 1 und 2 sowie d1 + d2 =
2f2 ist der Abstand zwischen der hintern fokalen Ebene des Objektivs und Linse 2.
Abbildung 4.3: Schematischer Aufbau eines Weitfeld-Fluoreszenzmikroskops. Die eingezeichne-
ten Farben von Anregung und Emission sind nicht an die in dieser Arbeit be-
nutzten Wellenlängen gebunden.
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Das emittierte Licht wird durch einen dichroitischen Strahlteiler und Emissionsﬁlter vom
Anregungslicht getrennt. Die Tubuslinse dient dazu, das kollimierte Emissionslicht auf
den Chip einer EMCCD-Kamera zu fokussieren, da das benutzte Objektiv auf unendlich
korrigiert ist. Fluoreszenzanregung unter totaler internen Reﬂektion (TIRF) erfolgt durch
Verschiebung des Linsensystems 1 - 2 senkrecht zur Strahlrichtung, sodass der Anregungs-
lichtstrahl am Rande der Linsen auftriﬀt. Auf diese Weise ergibt sich eine sogenannte
Objektiv-TIRF-Konﬁguration.
4.3.2 PRISM-TIRF
Im Gegensatz zu Objektiv-TIRF erfolgt bei PRISM-TIRF die Anregung der Probe über
ein Prisma, das sich oberhalb der Flusskammer beﬁndet [101]. Das Emissionslicht wird
dann von unterhalb der Flusskammer mittels eines Wasserobjektivs (60x Olympus NA=
1,2) gesammelt. Zusätzlich wurde ein Optosplit (TripleSplit, Cairn) in den Detektions-
kanal eingebaut, in dem sich entsprechende Emissionsﬁlter und ein Dichroit befanden (s.
Abbildung 4.5). Dadurch konnten simultane bispektrale Aufnahmen unter Anregung mit
488 nm und 639 nm gemacht werden.
4.3.3 EMCCD-Kamera
In der Weitfeld-Fluoreszenzmikroskopie werden Videos aufgenommen, die aus mehreren
Bildern bzw. Frames bestehen. Die Framedauer ist an die gesetzte Integrationszeit gebun-
den. Die Integrationszeit ist relativ frei wählbar (ms - s) und besagt, wie lange ein Fluo-
reszenzsignal innerhalb eines Bildes akkumuliert wird. Üblicherweise werden EMCCD-
Kameras eingesetzt, die die Lichtsignale in elektrische Signale umwandeln. Die Detekto-
roberﬂäche (s. Abbildung 4.4) ist ein Chip, der aus einem Aufnahmebereich (image area)
mit lichtempﬁndlichen Halbleiterdioden (Pixel) besteht.
Diese Pixel sind in 512 Reihen und 512 Spalten angeordnet, wobei jedes Pixel eine no-
minale Größe von 16 x 16 µm2 hat. In Abhängigkeit von der Intensität des einfallenden
Lichts werden in jedem Pixel innerhalb der Integrationszeit unterschiedliche Elektronenla-
dungen infolge des inneren photoelektrischen Eﬀekts erzeugt. Die aufgenommenen Signa-
le werden in den lichtunempﬁndlichen Zwischenspeicher (storage area) als Ladungsbild
vertikal verschoben und dort temporär gespeichert (Frame-Transfer-Technik). Innerhalb
dieses Transfers vom Aufnahmebereich in den Zwischenspeicher ist die Kamera für eine
weitere Signalaufnahme blockiert (Totzeit). Die Transferdauer steigt mit zunehmender
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Abbildung 4.4: Schematische Darstellung der Funktionsweise einer EMCCD-Kamera
Zeilenzahl im sogenannten ROI (range of interest) des Bildaufnahmebereichs und kann
durch die Parameter wie z.B. vertical shift speed variiert werden. Während das nächste
Bild aufgenommen wird, wird das zwischengespeicherte ausgelesen. Zum Schluss werden
die Zeilen mit Ladungspaketen aus der Storage Area mittels eines Schieberegisters zum
electron multiplying (EM) Register horizontal transportiert und mit dem sogenannten
EM-Gain-Faktor verstärkt. Alle EMCCD bzw. CCD Kameras generieren ein bestimmtes
Rauschen beim Ausleseprozess. Liegt die aufgenommene Signalintensität unterhalb eines
Grenzwertes, so kann dieses Signal vom Hintergrundrauschen nicht mehr unterschieden
werden. Das obenerwähnte EM-Register dient dazu, das aufgenommene Signal noch vor
dem Auslesen mittels Stoßionisation zu verstärken. So können auch schwache Signale von
der EMCCD-Kamera wahrgenommen werden.
Die ﬁnale Pixelgröße P hängt von der nominalen Pixelgröße P0 des Kamerachips und
der optischen Vergrößerung des Mikroskops M ab. Die Vergrößerung des Mikroskops wird
durch die Vergrößerung des Objektivs M objektiv und der jeweiligen Brennweite der ein-
gesetzten Tubuslinse bestimmt (s. Gleichungen 4.1- 4.2). So bezieht sich z.B. ein 100x
unendlich korrigiertes Olympus-Objektiv auf die handelsübliche Olympus-Tubuslinse mit












Weitere Vergrößerungslinsen im Mikroskopkörper und Optosplit können die eﬀektive Ver-
größerung beeinﬂussen.
4.3.4 Aufnahmebedingungen für Einzelmolekülmessungen
In Abbildung 4.5 sind die wichtigsten Bestandteile der benutzten Objektiv-TIRF-Mikro-
skope aufgelistet. 1 und 2 sind Eigenbaumikroskope und 3 ist ein kommerziell erworbe-
nes Mikroskop (Leica, 3D-GSD). Eine speziell angefertigte Objektivhalterung (nosepiece
stage, IX2-NPS, Olympus, Mikroskop 1 und 2) und ein aktiv stabilisierender optischer
Tisch (TS-300, JRS Scientiﬁc Instruments, Mikroskop 1 und 3) wurden benutzt, um den
Mikroskop- und Probendrift zu minimieren. Für Experimente mit EYFP (s. Kapitel 5.2)
Abbildung 4.5: Charakterisierung von verwendeten TIRF-Mikroskopen
und Cyanin-Farbstoﬀen (Alexa647/Cy5, s. Kapitel 5.1) wurde überwiegend Mikroskop 1
verwendet (EM-Gain: 200 - 400 und Integrationszeit 30 ms). Die Videolänge für Untersu-
chungen von Alexa647/Cy5-Kinetik betrug 2.500 Frames und zu Superauﬂösungszwecken
7.500 Frames. Bei TIRF-Messungen von EYFP-12HB-Teststruktuen (100 - 160 nm) zu
Superauﬂösungszwecken wurden Videos mit einer Länge von 8.000 Frames aufgenommen.
Für die sequentiellen 2-Farben-Aufnahmen innerhalb eines Videos (Atto647N und dann
EYFP, s. Kapitel 5.2.2) wurden elektronisch gesteuerte Shutter (Vincent Associates) be-
nutzt, die extern durch die EMCCD-Kamera mittels einer NI-Karte (National Intsru-
ments, USB-6211) getriggert wurden. Für diese Geräteansteuerung wurde eine LabVIEW-
basierte Software geschrieben. Die Kamera sendet ein High-Pegel-TTL-Signal während der
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Lichtaufnahme in der Image Area und ein Low-Pegel-TTL-Signal während des Transfers
in die Storage Area (Totzeit). Diese LabView-basierte Software zählt die Anzahl der fal-
lenden TTL-Flanken und steuert dadurch die Shutter für die Anregung im roten bzw.
blauen Bereich an. Für die ersten 4.000 Frames war nur der 644 nm-Laser an, für die
nächsten 200 Frames waren beide Laser aus, um den Emissionsﬁlter und den dichroitischen
Strahlteiler zu wechseln. Für die nachfolgenden 4.000 Frames war nur der 488 nm-Laser
an. Für TIRF-Aufnahmen von EYFP-12HB-Teststruktuen (100 nm) unter zusätzlicher
Benutzung von UV wurden Anregungs- und Aktivierungslaser ebenso alternierend ge-
schaltet (500 Frames mit 488 nm/100 Frames mit 405 nm), da das UV-Licht sonst ein
sehr hohes Hintergrundrauschen im blauen Detektionskanal verursacht. Vor der Bestim-
mung der Lokalisierungen wurden alle Bilder mit UV-Reaktivierung ausgeschnitten. Für
2-Farben-Superauﬂösungsbilder (EYFP und Alexa647, s. Kapitel 5.2.4) wurde zu einem
späteren Zeitpunkt ein zusätzlicher Mehrfarben-Dichroit käuﬂich erworben. Bispektrale
TIRF-Aufnahmen wurden in separaten Videos unter einem Emissionsﬁlterwechsel sequen-
tiell aufgenommen.
Alle drei Mikroskope wurden für die Kalibrierung bzw. Rückführung von DNA-Origami-
Nanolinealen benutzt. Für PAINT-Messungen wurden Laser (4 kW/cm2) im roten Anre-
gungsbereich (ca. 640 nm) benutzt, wobei die Videolänge 12.000 Frames, Integrationszeit
50 - 100 ms je nach Mikroskop und EM-Gain 5 betrugen.
4.4 AFM
Zur Charakterisierung der DNA-Origami-Nanostrukturen wurde Rasterkraftmikroskopie
(AFM, atomic force microscope) mit freundlicher Unterstützung von Enrico Pibiri ver-
wendet. AFM ermöglicht Bildaufnahmen auf der Nanometerskala durch Messungen von
atomaren Kräften. Dabei wird eine AFM-Messspitze, die sich auf einem biegsamen Can-
tilever beﬁndet, über die zu untersuchende Probenoberﬂäche gescannt. Im Allgemeinen
wird die Cantilever-Auslenkung infolge wirkender Kräfte unter Verwendung eines opti-
schen Sensors detektiert. Für die Untersuchung von DNA-Origami-Nanostrukturen wurde
der sogenannter intermittiernde Betriebsmodus (engl. tapping mode) verwendet, da er für
sensible biologische Proben besonders schonend ist. Dabei wird der Cantilever durch eine
externe periodische Kraft zu Schwingungen angeregt. Aus den Änderungen der Cantilever-
Oszillation infolge der Wechselwirkung mit der Probe können Rückschlüsse auf die Topo-
logie der Probe gezogen werden. Im Rahmen dieser Arbeit wurde ein NanoWizard3 Ultra
AFM-Mikroskop (JPK Instruments AG, Berlin) und Cantilever (Olympus (BL-AC40TS-
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C2) verwendet. Aufgereinigte DNA-Origami-Proben wurden 1:3 mit 1x TAE-Puﬀer ver-
dünnt und über Ni2+-vermittelte elektrostatische Wechselwirkungen an die Glimmer- bzw.
Micaoberﬂäche (PlanoGmbH, Deutschland) gebunden.
4.5 Kalibrierung des Objektmikrometers
Die Kalibrierung des Objekmikrometers wurde durch die PTB (Physikalisch-Technische
Bundesanstalt) ausgeführt.
Abbildung 4.6: Objektmikrometer bestehend aus einem Glassubstrat mit einer aufgebrachten
Teilungsstruktur, die innerhalb des eingezeichneten Kreises liegt.
Zum Kalibrieren des Objektmikrometers (POG Präzisionsoptik Gera, 2 mm breit mit 200
Skalenteilen, s. Abbildung 4.6) wurde ein rückgeführtes kommerzielles Mikroskop Zeiss
AXIOTRON benutzt, das durch die PTB modiﬁziert wurde. Das Objektmikrometer wur-
de durch Köhlersche Beleuchtungsanordnung über einen Kondensor mit einer numerischen
Apertur von NA=0,9 ausgeleuchtet und mit Hilfe eines Objektivs der numerischen Aper-
tur NA=0,9 sowie einer lateralen Vergrößerung von M=150 abgebildet. Dazu wurde Licht
einer Wellenlänge von 365 nm verwendet. Zum Kalibrieren des Objektmikrometers wurde
eine ortsfeste Spaltapertur in die Bildebene vor einem Photomultiplier eingebaut. In der
Bildebene war diese Spaltapertur ca. 3.700 x 46 nm2 groß. Die Probe befand sich auf einem
Nanopositioniertisch, mit dessen Hilfe das Objektmikrometer interferometer-kontrolliert
relativ zur Abtastblende lateral in der Fokalebene bewegt wurde. Zur Messung wurde die
Mitte der Abtastblende ca. 15 µm oberhalb der Unterkanten der kurzen Teilungsstruk-
turen platziert (s. Abbildung 5.21). Das transmittierte Licht wurde in Abhängigkeit von
der Position des Objektmikrometers detektiert. Zur Identiﬁzierung der Kanten und Ab-
standsbestimmung wurde ein Schwellenwert von 50 % maximaler Helligkeit angewandt.
Es wurde der mittlere Abstand zwischen den benachbarten linken oder rechten Kanten
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der Teilungsstriche (also innerhalb des Spaltapertur-Bereichs) für insgesamt 13 erste Tei-
lungsstriche bestimmt. Dazu wurden insgesamt 5 Messreihen mit jeweils mindestens 10
Wiederholungen durchgeführt, so dass sich jeder Mittelwert aus 50 Einzelmessungen er-
gab. Da das Objektmikrometer sowohl strukturelle Mängel der Teilungsstriche als auch
Verunreinigungen aufwies, wurden deren Beiträge zur Messunsicherheit auf 15 nm (k=1)
geschätzt. In Tabelle 4.1 sind mittlere Abstände zwischen den Teilungsstrichen mit ent-
sprechenden, erweiterten Messunsicherheiten (k=2) nach GUM berechnet.
Tabelle 4.1: Mittlere Abstände (sref ) zwischen den jeweiligen Kanten benachbarter Teilungsli-
nien mit erweiterten Messunsicherheiten (u) für k=2.
Links Links Rechts Rechts
Linie Messwert (µm) u (µm) Messwert (µm) u (µm)
2-1 10,018 0,030 10,046 0,030
3-2 10,037 0,030 10,000 0,030
4-3 9,999 0,030 9,988 0,030
5-4 9,996 0,030 10,024 0,030
6-5 10,015 0,030 9,992 0,030
7-6 9,992 0,030 9,980 0,030
8-7 9,974 0,030 10,003 0,030
9-8 9,996 0,030 9,987 0,030
10-9 9,973 0,030 10,006 0,030
11-10 10,032 0,030 10,022 0,030
12-11 10,046 0,030 9,996 0,030
13-12 9,989 0,030 9,967 0,030
4.6 Pixelgrößenbestimmung
Für die Messungen von EYFP und Alexa647 (s. Kapitel 5.1 und 5.2) wurde die theore-
tische Pixelgröße als Näherung genommen. Die gesamte Mikroskopvergrößerung betrug
M=160, was eine theoretische Gesamtpixelgröße eines EMCCD-Chips (P0=16 µm) von
100 nm ergab (s. Gleichung 4.1). Dieser Wert wurde anhand einer kurzen Messung mit
einem Objektmikrometer in einem Durchlicht-Mikroskopverfahren mittels einer Weißlicht-
quelle bestätigt (s. Abbildung 4.7 a). Eine Quantiﬁzierung der Messgenauigkeit der Pi-
xelgröße wurde an dieser Stelle unterlassen, da es nur um eine Abschätzung ging und me-
trologische Rückführbarkeit nicht erforderlich war. Um DNA-Origami-Nanometerlineale
rückführbar zu kalibrieren, wurde eine genauere Pixelgrößenbestimmung sowie Betrach-
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Abbildung 4.7: (a) Aufbau eines Weitfeldmikroskops mit Durchlichtbeleuchtung zum Ermitteln
der mittleren Pixelgröße des EMCCD-Kamerachips. (b) Da die Linienkanten
unscharf abgebildet waren, wurde ein kontrastbasierter Algorithmus (c) zur Er-
kennung der Kanten angewandt.
tung der Messunsicherheit durchgeführt. Die Beleuchtung der Probe erfolgte wie oben
beschrieben. Zum Kalibrieren wurde eine mittlere Pixelzahl zwischen den Linien 1 und 2
(linke Kanten, s. Tabelle 4.1) bestimmt. Nur der Bereich des Objektmikrometers wurde
betrachtet, der auch im oben erwähnten Messfenster, deﬁniert durch die Spaltapertur s.o.,
lag. Zur Kantenerkennung wurde ein ähnlicher kontrastbasierter Algorithmus angewandt
wie von der PTB. Es wurde die mittlere Helligkeit zwischen den Strichen (I hell) und der






Innerhalb des Messfensters wurden für alle Pixelzeilen die Kantenpositionen durch die
Über- bzw. Unterschreitung dieses Grenzwertes detektiert. Für eine möglichst genaue
Positionsbestimmung wurde jeweils eine lineare Funktion I(x) = mx+ I0 durch das ent-
sprechende Pixel sowie beide benachbarten Pixel gelegt. Die Kantenposition wurde dann
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entsprechend dieser Funktion als der Wert x zur Grenzintensität bestimmt. Die Kan-
tenabstände innerhalb einer Zeile wurden aus der Diﬀerenz der bestimmten Positionen
entsprechender benachbarter Kanten ermittelt. Für den Abstand aus einem Bild wur-
den zunächst die Abstände aus allen Pixelzeilen im Messfenster gemittelt (s. Abbildung
4.7 c). Eine mittlere Pixelzahl dmittel zwischen den Linien 1 und 2 wurde dann aus 100
Bildaufnahmen bestimmt.
4.7 DNA-Origami-Abstandsberechnung
Das Design von DNA-Origami-Nanostrukturen wurden softwaregestützt (caDNAano, Ver-
sion 2.2.0.) gestaltet. In einem rechteckigen DNA-Origami (s. Abbildung 4.8 a) [84] wurde
der ScaﬀoldStrang (blau, s. Abbildung 4.8 b-c) mit DNA-Staples (schwarz, s. Abbildung
4.8 b-c) in 24 parallele Helices angeordnet. Zur Abstandsabschätzung wird der Abstand
Abbildung 4.8: Rechteckige DNA-Origami-Struktur besteht aus 24 Helices und (b-c) die entspre-
chende caDNAno-Darstellung aus Scaﬀold (blau) und DNA-Staples (schwarz).
Der Abstand zwischen den Zentren der Helices beträgt 3 nm und zwischen den
Basen innerhalb einer Helix 0,34 nm.
zwischen zwei benachbarten Basen von 0,34 nm innerhalb einer Helix herangezogen. Be-
ﬁnden sich also Fluoreszenzmarkierungen innerhalb einer Helix, lässt sich ihr Abstand
relativ leicht berechnen. Der Abstand zwischen den Zentren der benachbarten Helices be-
trägt 3 nm. Zur Abstandsabschätzung zwischen Farbstoﬀen aus unterschiedlichen Helices
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kann der Satz des Pythagoras benutzt werden. Zum externen Markieren werden DNA-
Staples am 3′-Ende mit entsprechender Ankersequenz verlängert. Für Superauﬂösungs-
mikroskopie mit Alexa647-markierten rechteckigen Origami-Strukturen befanden sich die
Ankerstränge für Alexa647-DNA pro Markierungsspot diagonal zueinander, wobei jeder
Markierungsspot aus 3 Ankersträngen im Abstand zwischen 9 nm bis 6 nm bestand. Mitte-
lung aller Abstände zwischen den Ankersträngen aus unterschiedlichen Markierungsspots
ergab einen theoretischen Wert von 96 nm.
In einem 12-Helixbündel-DNA-Origami [84] ist der Scaﬀold in 12 parallele Linien ange-
ordnet (Abbildung 4.9 a-b). Die DNA-Staples aus den äußeren Helices wurden an ihrem
3′-Ende zum Anbinden von EYFP-DNA-Konjugaten verlängert (s. Abbildung 4.9 a, Quer-
schnittsansicht, gelb), wobei Helix 4 nur für die Biotin-modiﬁzierten DNA-Staples vorge-
sehen war. Diese Ankerstränge wurden innerhalb von drei Bereichen (Abbildung 4.9 b,
gelb) positioniert, die ca. 21 nm breit waren. Die Mitte/Mitte-Abstände betrugen 100 nm
und 160 nm.
Abbildung 4.9: Querschnitt (a) und frontale Ansicht einer 12-Helixbündel-DNA-Origami-
Struktur (b), die mit DNA-Ankersträngen zum Anbinden von EYFP-DNA mit
einem Mitte/Mitte-Abstand von 100 nm und 160 nm ausgestattet ist. Die Anzahl
dieser Ankerstränge betrug 19, 16, 18 (von links nach rechts).
4.8 Auswertung
4.8.1 Spoterkennung
Um Fluoreszenzfarbstoﬀe in allen beugungsbegrenzten Videos, die in Rahmen dieser Ar-
beit aufgenommen wurden, zu identiﬁzieren, wurde ein Spoterkennungsalgorithmus an-
gewandt [102]. Er beruht auf dem Prinzip der relativen Helligkeit (s. Abbildung 4.10)
und betrachtet jedes einzelne Pixel innerhalb der ROI. Wenn die mittlere Intensität des
zentralen Pixels (dunkel rot) und seiner unmittelbaren Umgebung (rosa) um ein Viel-
faches (Kontrastwert) die mittlere Intensität der fernen Umgebung (grauer Pixelrand)
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übersteigt, wird dieses Pixel (dunkel rot) für die weitere Analyse berücksichtigt. Alle Pi-
xel, die diese Bedingung erfüllen, werden mit der Zahl 1 versehen, ansonsten mit 0. Auf
diese Weise entsteht eine Matrix aus Einsen und Nullen. Eine Pixelgruppe wird dann aus
den benachbarten Matrixelementen gebildet, wenn sie ausschließlich Einsen beinhalten.
Im nächsten Schritt wird ein Schwerpunkt jeder Pixelgruppe (Spot) ermittelt.
Abbildung 4.10: Spoterkennung mittels relativer Helligkeit für jedes einzelne Pixel (dunkel rot)
in ROI unter Berücksichtigung der unmittelbar benachbarten Pixel (rosa) und
der weiter entfernten Pixel als Hintergrundreferenz (grau).
4.8.2 Auswertung der Fluoreszenzspuren
Für photophysikalische Untersuchungen (s. Kapitel 5.1 und 5.2) wurden Rohdaten im
TIFF-Format mithilfe der Andor Solis v4.13.3-Software aufgenommen und hauptsächlich
mit einer LabVIEW-basierten Software DualVIEW/TripleVIEW [103] ausgewertet. Zum
Generieren von Fluoreszenzspuren wird zunächst eine bestimmte Anzahl der anfängli-
chen Videoframes (max. 50) aufsummiert. Auf das resultierende Bild wird der Spot-
erkennungsalgorithmus (s.o.) mit einem Kontrastwert von 1,6 angewandt. Die ermit-
telten Schwerpunktskoordinaten werden zur Gewinnung der Zeitabhängigkeit der Spot-
Fluoreszenzintensität innerhalb des gesamten Videos betrachtet, die als Fluoreszenzspur
bezeichnet wird. Im nächsten Schritt ﬁndet eine Hintergrundkorrektur der Spuren statt.
Um die Koordinaten des ermittelten Schwerpunkts wird ein Polygon (schwarz) gelegt,
das im Zentrum eines 9x9-Rechtecks liegt (s. Abbildung 4.11 a-b). Alle Pixelintensitä-
ten innerhalb des Polygons tragen zur gesamten Spot-Signalintensität bei. Die mittlere
Intensität des resultierenden grauen Randes wird zur Berechnung des Hintergrunds her-
angezogen. Um die Intensität des Spots gegen das Hintergrundrauschen zu korrigieren,
wird von seiner mittleren Intensität die des Hintergrunds abgezogen.
Die Unterscheidung zwischen An- und Auszustand im Falle von blinkenden Fluoreszenz-
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Abbildung 4.11: Hintergrundkorrektur von Fluoreszenzspuren. (a) Ein schwarzes Polygon be-
ﬁndet sich in einem 9 x 9-Rechteck. Alle Pixel innerhalb diese Rechtecks, die
das Polygon nicht enthalten, stellen die Hintergrundpixel dar. (b) Der Spot-
schwerpunkt (grün) geﬁndet sich im Zentrum des Polygons, dessen Pixel zur
Signalintensität beitragen [98].
molekülen (s. Kapitel 5.1 und 5.2) erfolgte auch durch diesen Spoterkennungsalgorithmus,
wobei er auf alle Frames eines Videos angewandt wurde. Daraus wurde eine binäre Spur
(1 = An, 0 = Aus) für jedes Farbstoﬀmolekül generiert. Für die weitere Datenauswertung
wurde eine ergänzende LabVIEW-basierte Software geschrieben, in der die binären mit
den tatsächlichen Fluoreszenzspuren überlagert wurden. Daraus werden Kinetikdaten wie
z.B. Dauer der An- und Aus-Zustände sowie entsprechende Fluoreszenzintensitäten pro
Anzustand extrahiert. Die extrahierten Kinetikdaten aller Farbstoﬀe pro Puﬀerbedingung
werden in einem Histogramm zusammengefasst und geﬁttet, um mittlere Werte erhalten
zu können.
4.8.3 Bildgenerierung in der LB-Superauﬂösungsmikroskopie
Alle Rohdaten für LB-Superauﬂösungsmikroskopie wurden mithilfe der µM-Manager/
ImageJ-Software mit TIFF als Datenformat aufgenommen. Um Lokalisierungen für Su-
perauﬂösungsmikroskopie zu erhalten, wurde eine MATLAB-basierte Software benutzt
[104, 84]. Dabei wurde der o.g. Spoterkennungsalgorithmus auf jedes beugungsbegrenzte
Frame ebenso angewandt. Um den gewonnenen Schwerpunkt wird ein Rechteck beste-
hend aus 8 x 8 Pixeln ausgeschnitten. Dieser Bereich wird mit einer 2D-Gauß-Funktion
angeﬁttet, um die Koordinaten des PSF-Zentrums (Lokalisierung) zu bestimmen. Die
Koordinaten des PSF-Zentrums wurden zunächst mit Pixellängen als Einheit bestimmt.
Zunächst liefert diese Matlab-basierte Software eine Textdatei entsprechender Koordina-
ten mit zugehörigen Bildnummern und Intensitäten (integriert über den erkannten Spot
und anschließend hintergrundkorrigiert). Die Umrechnung der Längenskala in Nanometer
ﬁndet durch die Bestimmung der Pixelgröße in der Bildebene statt. Aus den gewonne-
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nen Lokalisierungen wird ein zweidimensionales Farbhistogramm mit einem Binning von
7 - 10 nm generiert, das gleichzeitg auch das superaufgelöste Bild darstellt. Diese Bild-
rekonstruktion und Auswertung der superaufgelösten Daten (s.u.) wurde mithilfe einer
LabVIEW-basierten Software ausgeführt [84].
4.8.4 Automatische Abstandsbestimmung
Das Prinzip der im Rahmen dieser Arbeit angewendeten automatische Abstandsbestim-
mung von Doppelspots auf Basis von DNA-Origami-Nanometerlinealen bzw. Referenz-
proben stammt von Dr. Carsten Forthmann [84, 102]. Der Algorithmus besteht in Er-
stellung eines Histogramms der Abstände, die zwischen allen Lokalisierungen innerhalb
eines Doppelspots berechnet wurden (s. Abbildung 4.12 a). Diese Verteilung (f(x), Ab-
bildung 4.12 b, grau) ist eine Überlagerung zweier Verteilungsfunktionen (v(x), g(x)) mit
jeweils einem Maximum. Die erste Verteilung v(x) entspricht den Abständen innerhalb
einer Markierung bzw. Lokalisierungswolke, wobei die zweite Verteilung g(x) den Lokalisie-
rungsabständen zwischen den Lokalisierungswolken entspricht. Die v(x)-Verteilung lässt
sich mit einer 2D-Maxwell-Boltzmann-Verteilung (rot in Abbildung 4.12 b, Gleichung 4.4)
und g(x) mit einer Gauß-Verteilung (grün in Abbildung 4.12 b, Gleichung 4.4) beschreiben.




Durch Anpassung der experimentell gewonnenen Gesamtverteilung durch Gleichung 4.4
kann der Abstand zwischen zwei Markierungen extrahiert werden, der dem Parameter µ
in Gleichung 4.4 entspricht.
Alle so erhaltenen Abstände aus einer oder mehreren Messungen wurden anschließend
histogrammiert und mit einer Gauß-Funktion angeﬁttet. Abstandsfehler wurden häuﬁger
in Form von Gauß-Standardabweichung angegeben.
Das dargestellte Modell (Gleichung 4.4) ist eine Näherung und funktioniert am besten,
wenn der aufzulösende Abstand deutlich größer ist als die Standardabweichung die Loka-
lisierungswolke pro Markierung. Für kürzere Abstände ist jedoch Gleichung 4.5 ein bes-
seres Modell für die Abstandsbestimmung, das mit dem Term
√
x ergänzt ist. Gleichung
4.5 wurde für die Datenauswertung in Kapitel 5.3 zur Rückführung der DNA-Origami-
Strukturen eingesetzt.
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Abbildung 4.12: Automatische Abstandsbestimmung eines Doppelspots. (a) Abstandsbestim-
mung zwischen allen Lokalisierungen innerhalb zwei Lokalisierungswolken: intra
(rot) und inter (grün). (b) Daraus folgende Gesamtabstandsverteilung (grau)
beinhaltet eine Abstandsverteilung innerhalb von beiden Spots (rot) und zwi-
schen den Spots (grün). Um den Abstand zwischen den Lokalisierungswolken
zu bestimmen, wird die Verteilung in grau mit Gleichung 4.4 angeﬁttet (µ =
Abstand) [84].





LabVIEW-basierte Monte-Carlo-Simulationen wurden von Mario Raab ausgeführt. Als
erstes wurden TIRF-Rohdaten simuliert, indem sich jedes einzelne Photon der Gesamt-
heit N eines Emitters innerhalb einer Gauß-verteilten Wolke mit einem Zentrum (x; y)
befand. Dabei wurde deren Standardabweichung an die PSF-Standardabweichung bei ei-
ner Anregungswellenlänge von 644 nm angepasst. Die Photonenwolke wurde in einem
2D-Histogramm dargestellt, wobei dessen Klasseneinteilung der Pixelgröße glich. Für die
Lokalisierungsbestimmung wurde so vorgegangen wie in Kapitel 4.8.3. Um mehrere Emit-
ter zu simulieren, wurden mehrere Gauß-verteilten Wolken mit entsprechenden unter-
schiedlichen Zentren (xi ; yi), z.B. im Abstand von 30 nm erstellt. Durch Veränderung
der Gesamtphotonenzahl (N), Blinkkinetik, Anzahl der Lokalisierungen pro Emitter usw.




5.1 Kombination eines Redoxsystems (ROXS) mit dSTORM
Durch Kombination von COT als Triplett-Quencher mit der dSTORM-Superauﬂösungs-
methode wurde eine Verdreifachung der Photonenzahl pro Lokalisierung unter Benutzung
von Cyanin-Farbstoﬀen (Alexa647) von Olivier et al. erzielt (s. Kapitel 3.2.2.1). Auf-
grund einiger Nachteile von COT (Toxizität, schlechte Wasserlöslichkeit sowie Einsatz
von organischen Lösemitteln) wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht, ob ein an-
derer Triplett-Quencher wie ROXS mit Trolox/Troloxchinon (TX/TQ) eine alternative
Methode zur Erhöhung der Photonenzahl darstellt. Diese chemische Zusammensetzung
(dSTORM, Trolox/Troloxchinon) wurde schon von Holzmeister et. al im Hinblick auf
einige Rhodamin-basierte Farbstoﬀe (Atto532, Alexa568) untersucht. Dabei wurde ei-
ne starke photoprotektive Wirkung mit faktisch abwesendem Blinken nachgewiesen [52].
Photophysikalische Einzelmoleküluntersuchungen von immobilisierten Cyanin-Farbstoﬀen
(Alexa647, Cy5) wurden mithilfe eines TIRF-Mikroskops überwiegend unter gleichzeitiger
und kontinuierlicher Beleuchtung mit Anregungs- und Reaktivierungslasern (644/405 nm)
ausgeführt.
5.1.1 Photophysikalische Untersuchungen von Cyanin-Farbstoﬀen unter
dSTORM mit ROXS
In Abbildung 5.1 a ist eine typische Fluoreszenzspur von Alexa647 unter dSTORM-
Messbedingungen (70 mM ME mit Sauerstoﬀentzug) dargestellt. Der Farbstoﬀ wechselt
zwischen ﬂuoreszenzaktiven und dunklen Zuständen [4, 46]. Die Zugabe von COT [67] er-
höht wie erwartet die mittlere Dauer der Anzustände, ohne die der Auszustände signiﬁkant
zu beeinﬂussen (s. Abbildung 5.1 c, g-h). In Kombination mit dSTORM verlängert ROXS
tatsächlich die mittlere Dauer von Anzuständen im Vergleich zu dSTORM-Messpuﬀer oh-
ne Zusätze. Allerdings ist der Einﬂuss bei geringeren ME-Konzentrationen erstaunlicher-
weise am stärksten (s. Abbildung 5.1 d, g-h). Dass ME die mittleren Anzustände verkürzt
(Abbildung 5.1 d-f, g-h), ist nicht verwunderlich und kann wie folgt erklärt werden: mit
steigender Konzentration ist ME verstärkt in der Lage, mit ROXS um die Entvölkerung
der Triplett-Zustände zu konkurrieren. Dadurch steigt die Wahrscheinlichkeit, dass ne-
ben der geminalen Rekombination auch der Übergang in den langlebigen Dunkelzustand
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Abbildung 5.1: Charakteristische Einzelmolekül-Fluoreszenzspuren von Alexa647 mit un-
terschiedlichen chemischen Puﬀerzusammensetzungen unter einem TIRF-
Mikroskop ((a-b) dSTORM, (c) COT/dSTORM, (d-f) ROXS/dSTORM) und
deren entsprechende Kinetikdaten: (g) mittlere Dauer der Anzustände (tON)
und mittlere Photonenzahl pro Anzustand, (h) mittlere Dauer der Auszustände
(tOFF) sowie mittlere Photonenzahl pro Videoframe. Dargestellte Fehlerbalken
sind Fitfehler aus exponentiellen Anpassungen von Histogrammen der dargestell-
ten Kinetikdaten, die jeweils von über 200 einzelnen Farbstoﬀmolekülen stam-
men (s. Abbildungen 9.1 - 9.3). Alle Messungen wurden unter kontinuierlicher
Laserbeleuchtung mit 644 nm (ca. 500 Wcm−2) und 405 nm (ca. 15 Wcm−2),
mit einer Integrationszeit von 30 ms und unter enzymatischem Sauerstoﬀentzug
durchgeführt.
stattﬁndet. Somit sinkt die Wahrscheinlichkeit für die Wechselwirkung von ROXS mit den
Triplett-Zuständen und die Anzustände werden kürzer. Darüber hinaus wird die mittle-
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re Dauer der Auszustände mit abnehmender ME-Konzentration kürzer. Diese Abnahme
hängt jedoch nicht mit der geringeren ME-Konzentration zusammen (7 mM), denn die
dSTORM-Kinetikdaten mit 7 und 70 mMME weisen kaum Unterschiede auf (s. Abbildung
5.1 b, g-h). Es kann also mit den verwendeten ROXS-Komponenten zusammenhängen.
Als erstes wurde ein möglicher Einﬂuss von UV-Bestrahlung (405 nm) auf die ROXS-
Zusammensetzung während TIRF-Messungen untersucht. Wie den Absorptionsspektren
(Abbildung 5.2) zu entnehmen ist, fällt die Auswirkung der UV-Bestrahlung (405 nm)
während einer Messreihe (ca. 30 min für eine Puﬀerbedingung) auf die TQ-Bildung unter
den TIRF-Aufnahmebedingungen (s. Abbildung 5.1) sehr gering aus. Die Zunahme der
TQ-Konzentration betrug 2 %. Dies liegt zum einen daran, dass Trolox kaum bei 405 nm
absorbiert und zum anderen, dass der für die Umwandlung von Trolox zu Troloxchinon
notwenige molekulare Sauerstoﬀ im Zuge des Sauerstoﬀentzugs drastisch reduziert wird.
Abbildung 5.2: Einﬂuss von UV-Bestrahlung (405 nm), der ROXS-System im Laufe von aus-
geführten TIRF-Messungen ausgesetzt war (s. Abbildung 5.1). Nach einer 30-
minütigen UV-Exposition mit 15 Wcm−2 stieg die Konzentration von Troloxchi-
non um geringe 2 %.
Da der reguläre Dunkelzustand unter dSTORM höchstwahrscheinlich infolge einer Addi-
tion von einem deprotonierten ME-Molekül an die Doppelbindung der Polymethinkette
[5] zustandekommt (s. Kapitel 3.2.2.1), kann die Annahme auf den ersten Blick plausi-
bel erscheinen, dass durch ROXS-Zugabe das enthaltene Oxidationsmittel Troloxchinon
den Grundzustand (S0) aus dem regulären dSTORM-Dunkelzustand direkt durch eine
Oxidationsreaktion wiederherstellen kann [67] (s. Abbildung 5.1 d). Demnach sollte die
Reaktivierung nicht mehr zwingend auf die UV-Beleuchtung angewiesen sein. Diesem di-
rekten Reaktivierungsweg durch Troloxchinon widerspricht jedoch die Tatsache, dass ohne
UV-Bestrahlung bei Anwesenheit von ROXS und 7 mM ME kaum Fluoreszenzreaktivie-
rung stattﬁndet (s. Abbildung 5.3 a-b).
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Abbildung 5.3: Einzelmolekülmessungen von Alexa647 unter einem TIRF-Mikroskop mit
ROXS/dSTORM (7 mM) ausgeführt unter unterschiedlichen Beleuchtungsbe-
dingungen. (a) Charakteristische Einzelmolekül-Fluoreszenzspur von Alexa647
gemessen unter kontinuierlicher Laseranregung (642 nm) und alternieren-
der UV-Beleuchtung (405 nm) sowie dazugehörige (b) TIRF-Bilder von im-
mobilisierten Farbstoﬀmolekülen mit Maßstabbalken von 5 µm. Alternieren-
de UV-Bestrahlung ist als gestrichelte violette Linie und kontinuierliche Be-
leuchtung mit 642 nm als rote Linie dargestellt. Ohne UV-Beleuchtung wer-
den kaum Alexa647-Moleküle reaktiviert. (c) Charakteristische Einzelmolekül-
Fluoreszenzspur von Alexa647 gemessen unter kontinuierlicher Beleuchtung mit
644 nm (ca. 500 Wcm−2) und 405 nm mit geringerer Laserleistung (ca. 3 Wcm−2)
im Vergleich zu Abbildung 5.1 d
Nach wie vor wird die Reaktivierung durch das UV-Licht getriggert, was aus dem zeit-
lichen Verlauf der Fluoreszenzspur eines exemplarischen Alexa647-Moleküls unter alter-
nierender UV-Bestrahlung deutlich wird (s. Abbildung 5.3 a). Nur wenn Anregungs- und
Reaktivierungslicht gleichzeitig an sind, wird das Fluoreszenzsignal detektiert. Ebenso
korreliert die Anzahl der Moleküle in den dazugehörigen TIRF-Aufnahmen streng mit
der UV-Beleuchtung (s. Abbildung 5.3 b). Dementsprechend lassen sich die Auszustände
durch die Bestrahlung mit einer geringeren UV-Laserleistung um das 6-fache verlängern
(Abbildung, 5.3 c). Die präsentierten Daten zeigen eindeutig, dass das anwesende Oxi-
dationsmittel Troloxchinon in ROXS und in Kombination mit dSTORM (insbesondere
bei niedrigeren ME-Konzentrationen) nicht in der Lage ist, den Dunkelzustand direkt
ohne UV-Beleuchtung zu entvölkern. ROXS scheint vielmehr, die Sensitivität der Dunkel-
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zustände gegenüber der UV-Reaktivierung zu erhöhen. Eine der möglichen Erklärungen
dafür besteht in der Annahme, dass ROXS die Bildung eines zusätzlichen Zwischenpro-
dukts, das leichter UV-reaktivierbar ist, herbeiführen kann. In Übereinstimmung mit den
präsentierten Beobachtungen wurde ein Reaktionsmechanismus für die Bildung von Aus-
zuständen vorgeschlagen, der in Abbildung 5.4 schematisch dargestellt ist.
Abbildung 5.4: (a) Vorgeschlagener Mechanismus zur Bildung von Auszuständen unter Verwen-
dung von ROXS (Trolox/Troloxchinon) und dSTORM sowie (b) das entspre-
chende Jablonski-Diagramm.
Das Gleichgewicht zwischen dem regulären Dunkelzustand infolge der ME-Anlagerung
(OFF1) und dem vorgeschlagenen ﬂuoreszenzinaktiven, UV-sensitiveren Zwischenprodukt
(OFF2) wird durch die vorherrschenden Redoxbedingungen im Messpuﬀer bestimmt. Das
Oxidationsmittel begünstigt somit die Bildung des OFF2-Zustands, wobei das Redukti-
onsmittel (z.B. ME) dieses verhindert, sodass der reguläre OFF1-Zustand zurückgewon-
nen wird. Darüber hinaus sind die präsentierten Kinetikdaten monoexponentiell verteilt
(s. Abbildungen 9.1 - 9.3). Der vorgeschlagene Reaktivierungsmechanismus (s. Abbildung
5.4) weist ebenso eine monoexponentielle Verteilung für den Fall auf, dass die Reaktions-
raten für die Redoxprozesse zwischen OFF1 und OFF2 deutlich höher sind als die Rate
für die OFF2-Reaktivierung. Ergänzend dazu führt eine Verdopplung der Konzentration
von Troloxchinon zu einer zusätzlichen Verkürzung der Auszustände um ca. 50 %, wobei
die Länge der Anzustände weitgehend konstant blieb (Abbildung 5.5). Hinzufügend lie-
ferten analoge Messungen mit Cy5 unter gleichen chemischen Bedingungen sehr ähnliche
Ergebnisse und Abhängigkeiten, denn Cy5 ist strukturell mit dem Alexa647-Farbstoﬀ eng
verwandt (s. Abbildunge 9.4).
Nachdem die Wechselwirkung zwischen ROXS und dSTORM geklärt ist, wird im nach-
folgenden Schritt auf das eigentliche Ziel dieser Untersuchungen eingegangen, und zwar
auf die Erhöhung der Photonenzahl pro Lokalisierung bzw. Videoframe im Hinblick auf
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Abbildung 5.5: Charakteristische Einzelmolekül-Fluoreszenzspur von Alexa647 mit
ROXS/dSTORM (7 mM ME) gemessen unter gleichen Bedingungen wie
in Abbildung 5.1 d, aber mit zweifacher Troloxchinon-Konzentration. Die
Auswertung der Kinetikdaten liefert folgende Dauer von An- und Auszusänden:
tON=1,6 s und tOFF=1,5 s.
die Anwendung der Superauﬂösungsmikroskopie. Wie aus Abbildung 5.1 h zu entneh-
men ist, blieb die mittlere Photonenzahl pro Videoframe allerdings bei gleichen Laser-
anregungsleistungen für die untersuchten chemischen Zusammensetzungen (dSTORM,
ROXS/dSTORM, COT/dSTORM) sehr ähnlich. Um die Photonenzahl pro Videoframe
Abbildung 5.6: Zusätzliche Kinetikdaten von Alexa647 mit unterschiedlichen chemischen Puﬀer-
zusammensetzungen (dSTORM, ROXS/dSTORM, COT/dSTORM) gemessen
an einem TIRF-Mikroskop unter identischen Messbedingungen wie in Abbil-
dung 5.1, aber unter Benutzung von ca. 4-facher 644 nm-Anregungsleistung ca.
2 kWcm−2 (schraﬃert). Dargestellte Fehlerbalken sind Fitfehler aus exponentiel-
len Anpassungen von Histogrammen der dargestellten Kinetikdaten, die jeweils
von über 200 einzelnen Farbstoﬀmolekülen stammen.
und somit pro Lokalisierung unter gleichen chemischen Bedingungen deutlich zu erhö-
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hen, bedarf es somit höherer Anregungslaserleistungen (642 nm). Kürzere Anzustände
sind im Allgemeinen für die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie von Vor-
teil (s. Kapitel 3.2.2). In Abbildung 5.6 ist die Abhängigkeit der Kinetikdaten von der
Anregungslaserleistung dargestellt. Wie erwartet stieg die Photonenzahl pro Videoframe
unter höheren Anregungsleistungen um das 4-fache und die mittlere Dauer der Anzustän-
de wurde dadurch kürzer, wobei die mittlere Gesamtphotonenzahl pro Anzustand sowie
die mittlere Dauer der Auszustände weitgehend konstant blieben.
Zusammenfassend lässt sich also feststellen, dass unter Benutzung von höheren Anre-
gungslaserleistungen (644 nm) zugunsten von kürzeren Anzuständen sowie von niedrige-
ren Reaktivierungslaserleistungen (405 nm) zugunsten von längeren Auszuständen ein für
lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie zufriedenstellendes Blinkverhalten mit
ROXS/dSTORM-Kombination erreicht werden konnte. Bei gleicher ME-Konzentration
erwies sich COT jedoch als eﬀektiverer Triplett-Quencher als ROXS (s. Abbildung 5.1 g).
5.1.2 Superauﬂösungsmikroskopie unter dSTORM mit ROXS
Um nun die Anwendbarkeit der erzielten Ergebnisse auf lokalisierungsbasierte Superauf-
lösungsmikroskopie zu demonstrieren und einen direkten Vergleich mit COT zu erzielen,
werden ﬂuoreszenzmarkierte DNA-Origami-Nanostrukturen als Referenz- bzw. Testpro-
ben eingesetzt. Ein rechteckiges DNA-Origami (90 x 70 nm2) wurde mit zwei Markie-
rungen im Abstand von ca. 96 nm ausgestattet, wobei jede Markierung jeweils aus drei
DNA-Ankersträngen zum Anbinden von Alexa647-markierten DNA-Gegensträngen via
DNA-Hybridisierung bestand. Darüber hinaus wurden DNA-Origami-Rechtecke jeweils
mit 6 weiteren Biotin-Molekülen markiert, um die zu untersuchende Probe auf einem
chemisch modiﬁzierten Mikroskopdeckglas in gewünschter Dichte zu immobilisieren (s.
Kapitel 4.2.2). Wie es in Abbildung 5.7 dargestellt ist, konnten superaufgelöste Struktu-
ren in Form von Doppelspots unter allen drei chemischen Bedingungen erhalten werden.
Die ermittelten mittleren Abstände zwischen den aufgelösten Markierungen betrugen je-
weils (94 ± 5 nm), (93 ± 6 nm) und (95 ± 5 nm) für dSTORM, ROXS/dSTORM und
COT/dSTORM und sind damit um wenige Prozent kürzer als der theoretisch abgeschätzte
Abstand von 96 nm (s. Abbildung 9.5). Darüber hinaus konnte die Lokalisierungsgenau-
igkeit in Form einer Halbwertsbreite (FWHM) von 17,1 nm (dSTORM) auf 10,9 nm bzw.
10,8 nm (ROXS/dSTORM bzw. COT/dSTORM) verbessert werden (s. Abbildung 5.7 c,
g, k). Diese Verbesserung spiegelt sich automatisch in der erhaltenen mittleren Photo-
nenzahl pro Lokalisierung wider, die um den Faktor 3 im Vergleich zu dSTORM-Bildern
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Abbildung 5.7: Superauﬂösungsmikroskopie von rechteckigen DNA-Origami-Nanostrukturen
mit jeweils zwei Fluoreszenzmarkierungen im Abstand von ca. 96 nm unter
kontinuierlicher Anregungslaserbeleuchtung mit 644 nm (2,4  5,5 kWcm−2) und
Reaktivierungslaserbeleuchtung mit 405 nm (15  6 Wcm−2). Jede Markierung
bestand aus drei DNA-Ankersträngen zum Anbinden von Alexa647-markierten
DNA-Gegensträngen via DNA-Hybridisierung. Superaufgelöste Bilder wurde in-
folge sukzessiver Lokalisierung blinkender Farbstoﬀmoleküle mit unterschiedli-
chen Puﬀerzusammensetzungen rekonstruiert: (a-b) dSTORM 70 mM ME, (e-f)
ROXS/dSTORM 14 mM ME, (i-j) COT/dSTORM 70 mM ME. (b, f, j) Quer-
schnittshistogramme von ausgewählten superaufgelösten Doppelspots. (c, g, k)
Histogramme von Halbwertsbreite und (d, h, l) Photonenzahl pro Lokalisierung
unter Verwendung von dSTORM, ROXS/dSTORM, COT/dSTORM. Die an-
gegebenen Fehler sind die Standardabweichungen der Gauß-Fitfunktionen. Al-
le Messungen wurden unter Sauerstoﬀentzug durchgeführt. Der Maßstabbalken
entspricht 400 nm.
gestiegen ist (s. Abbildung 5.7 d, h, l). Die besten Ergebnisse für ROXS/dSTORM wur-
den mit 14 mM ME erhalten, obwohl ROXS in Kombination mit einer niedrigeren ME-
Konzentration (z.B. 7 mM) mehr Photonen pro Anzustand liefern kann (s. Abbildung
5.1). Wie es in Kapitel 3.2.2 erwähnt wurde, ist lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmi-
kroskopie auf die Akkumulation von Lokalisierungen in ausreichender Menge angewiesen.
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Eine niedrigere ME-Konzentration von 7 mM verschlechtert jedoch die Qualität von super-
aufgelösten Bildern, da die Anzahl der Lokalisierungen pro Markierung abnimmt. Dies ist
dadurch zu erklären, dass das Gesamtphotonenbudget von einzelnen Alexa647-Molekülen
in Kombination von ROXS mit 7 mM ME innerhalb von wenigen Lokalisierungen aufge-
braucht wird. Dieser Zusammenhang stellt im Allgemeinen die grundlegende Limitierung
dieser Herangehensweise dar, die Photonenzahl bei dSTORM durch einen zusätzlichen
Triplett-Quencher zu erhöhen.
Zusammenfassend schneidet ROXS als Triplett-Quencher ähnlich wie COT in Hinsicht
auf die superaufgelösten Bilder ab. Der Vorteil der Kombination von ROXS mit dSTORM
besteht jedoch darin, dass keine zusätzlichen organischen Lösemittel und eine geringere
UV-Reaktivierungsleistung benötigt werden. Dies erscheint vor allem dann vorteilhaft,
wenn sensible Proben (z.B. Proteinsysteme) untersucht werden.
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5.2 Optimierung der photophysikalischen Eigenschaften von
EYFP
Trotz zahlreicher Versuche, durch gezielte und zufällige Mutationen, die Eigenschaften von
ﬂuoreszierenden Proteinen (FP) zu optimieren, unterliegen FPs ihrem organischen Pen-
dant in Punkten Stabilität gegenüber Photobleichen und Helligkeit. Es wurde auch nach
Alternativwegen geschaut, die FP-Eigenschaften durch Veränderung der Umgebungsbe-
dingungen zu optimieren. Es sind leider nur wenige Beispiele bekannt, durch externe
Stimuli die FP-Eigenschaften positiv zu beeinﬂussen [105, 106, 107]. Um Experimen-
te solcher Art im Rahmen dieser Arbeit schnell, ﬂexibel und im großen Maßstab zu
gestalten, wurden immobilisierte EYFPs (enhanced yellow ﬂuorescent proteins) in vi-
tro unter unterschiedlichen chemischen Bedingungen untersucht. Da die Fähigkeit zur
Fluoreszenz von FPs nicht an bestimmte intrazelluläre Kofaktoren gebunden ist, stellen
die Untersuchungen in vitro eine legitime Alternative dar [42]. Die kontrollierte Immo-
bilisierung von EYFP erfolgte über die speziﬁsche DNA-Hybridisierung an die DNA-
Origami-Nanostrukturen, die als molekulares Steckbrett benutzt wurden. Dafür wur-
den EYFP-DNA-Konjugate unter Verwendung eines bispeziﬁschen Vernetzungsgradien-
ten Sulfosuccinimidyl-4-(N-maleimidomethyl)cyclo-hexan-1-carboxylat (sSMCC) herge-
stellt. Des Weiteren lag das Augenmerk der photophysikalischen Untersuchungen darauf,
die Kompatibilität von EYFP mit den Messbedingungen der dSTORM-Superauﬂösungs-
mikroskopie, die für organische Farbstoﬀe etabliert wurde (s.o.), zu untersuchen [108].
5.2.1 Herstellung von EYFP-DNA-Konjugaten
Das aufgereinigte EYFP-Protein (s. Abbildung 5.8), das zwei Modiﬁkationen in Form
eines 6xHis-Tags und einer thiolhaltigen Cystein-Aminosäure (Cys) am C-Terminus ent-
hielt, wurde mit einem Amino-modiﬁzierten DNA-Strang (DNA-NH2) über einen sSMCC-
Linker in einer Zwei-Schritt-Reaktion gekoppelt [97, 99, 108] (s. Abbildung 5.9). Der
sSMCC-Linker trägt zwei speziﬁsche chemische Gruppen: NHS-Ester und Maleimid. Je-
der dieser Reaktionsschritte wurden chromatographisch aufgereinigt (Abbildungen 5.10
b, 5.11 a und 9.6). Im Vorfeld wurden die Edukte der Kopplungsreaktion (z.B. freies
DNA-NH2, sSMCC) chromatographisch untersucht, um die erhaltenen Chromatogramme
aus den jeweiligen Konjugationsschritten besser interpretieren zu können (s. Abbildung
5.10 a, c). Da zwischen dem freien DNA-NH2 und dem aktivierten DNA-NH-Maleimid
chromatographisch kaum Unterschied bestand (s. Abbildung 5.10 b-c), wurde ein 100-
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Abbildung 5.8: Absorptions- und Emissionsspektren von aufgereinigtem EYFP in Tris-Puﬀer
(ca. 15 µM) mit entsprechenden Maxima bei 514 nm und 527 nm. Das Absorp-
tionsnebenmaximum im UV-Bereich (bei 400 nm) entspricht der protonierten
Form des EYFP-Chromophors.
Abbildung 5.9: Zwei-Schritt-Reaktion für die sSMCC-vermittelte Kopplung eines aminomodi-
ﬁzierten DNA-Strangs (DNA-NH2) mit einer thiolhaltigen Cysteingruppe von
EYFP. Im ersten Schritt greift die nukleophile Amin-Gruppe der DNA den NHS-
Ester von sSMCC unter Bildung eines Amids an. Im zweiten Schritt greift die
Thiolgruppe von EYFP nukleophil den Kohlenstoﬀ der Doppelbindung der Ma-
leimidgruppe an.
facher Überschuss von sSMCC verwendet. Auf diese Weise wurde der Reaktionsverlauf
zugunsten der aktivierten DNA gefördert. Die Auftrennung der Reaktionsprodukte des
letzten Kopplungsschrittes (s. Abbildung 5.9) erfolgte nach der Ladung mittels Anionen-
austauschchromatographie (s. Abbildung 5.11 a), wobei Peak II als EYFP-DNA-Konjugat
identiﬁziert wurde. Zum einen lag dies im gleichzeitigen Erscheinen von erhöhter Absorp-
tion bei drei speziﬁschen Wellenlängen sowie in der quantitativen Abfolge der Abosorban-
zwerte: 260 nm > 280 nm > 514 nm begründet. DNA alleine absorbiert kaum bei 514 nm,
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Abbildung 5.10: Superdex-Gelﬁltrationschromatographie von (a) freiem sSMCC-Linker (b) ers-
tem Kopplungsschrittes in Abbildung 5.9 DNA mit sSMCC und (c) von freiem
DNA-Strang unter Beobachtung der Absorbanz bei 260 nm, 280 nm, 514 nm.
sondern nur EYFP. Da DNA den höchsten 260 nm-Extinktionskoeﬃzienten im Vergleich
zu anderen Wellenlängen und EYFP hat, muss der Peak des EYFP-DNA-Konjugats auch
den höchsten Absorbanzwert bei 260 nm im Anionenaustauschchromatogramm aufweisen
(s. Kapitel 4.1.2). Zum anderen ist das relative hohe Elutionsvolumen und die damit ver-
bundene hohe NaCl-Konzentration ein starker Hinweis auf die Anwesenheit der negativ
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geladenen DNA in Peak II. Aus den oben genannten Gründen handelt es sich bei den
Peaks I und III jeweils um freies EYFP und DNA. Anschließend wurde Peak II durch die
native und denaturierende PAGE-Elektrophorese untersucht (s. Abbildungen 5.11 b-c).
Abbildung 5.11: (a) Aufreinigung von EYFP-DNA mittels der MonoQ-
Anionenaustauschchromatographie unter Beobachtung der Absorbanz
bei 260 nm, 280 nm, 514 nm und des NaCl-Gradienten. (b) Denaturierendes
15 % SDS-PAGE-Gel mit Proteinleiter (1), aufgereinigtem EYFP-Protein
(28 kDa, Bande 2) und Peak II aus (a) (35 kDa, Bande 3). Visualisierung
der Banden erfolgte durch Coomassie. (c) 15 % natives PAGE-Gel von
aufgereinigtem EYFP-Protein (Bande 1), von Peak II aus (a) (Bande 2), Peak
II aus (a) hybridisiert mit einem Atto655-markiertem Gegenstrang (Bande
3) und von Atto655-markiertem Gegenstrang (Bande 4). Visualisierung der
Banden erfolgte durch die Fluoreszenzanregung mit 473 nm (grün) und 635 nm
(rot) mit Hilfe eines Fluoreszenzscanners. Gelb steht für die Kolokalisation des
Fluoreszenzsignals infolge der Anregung mit 473 nm und 635 nm.
Die Analyse mittels der denaturierenden SDS-PAGE-Gelelektrophorese liefert Aussagen
über die molekulare Masse und somit über die Stöchiometrie der Konjugation. Da die
molekulare Masse von EYFP ca. 29,7 kDa (Bande 2, Abbildung 5.11 b) und die des
EYFP-DNA-Konjugats ca. 34,7 kDa (Bande 3, Abbildung 5.11 b) beträgt, handelt es
sich beim Peak II um das EYFP-DNA-Konjugat mit einer 1:1-Stöchiometrie. Das native
PAGE-Gel unter Fluoreszenzanregung ist in Abbildung 5.11 c dargestellt. Im Vergleich zu
freiem EYFP (Bande 1, Abbildung 5.11 c) weist Peak II eine erhöhte Mobilität auf (Bande
2, Abbildung 5.11 c), die auf das Vorhandensein der negativ geladenen DNA zurückzufüh-
ren ist. Des Weiteren wurde Peak II (grün) mit einem Atto655-markierten Gegenstrang
(rot) hybridisiert. Die Kolokalisation der beiden Fluoreszenzsignale (gelb) liefert einen zu-
sätzlichen Nachweis für die erfolgreiche Synthese vom EYFP-DNA-Konjugat unter Erhalt
der Fluoreszenzfähigkeit von EYFP.
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5.2.2 Fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen von photophysikalischen
EYFP-Eigenschaften
Für die photophysikalischen Untersuchungen von EYFP unter Benutzung eines TIRF-
Mikroskops wurden DNA-Origami-Nanostrukturen als molekulares Steckbrett eingesetzt,
die zu 12-Helixbündeln (220 x 14 x 14 nm3, 12HB) gefaltet wurden (s. Abbildung 5.12 a).
Jede 12HB-DNA-Origami-Struktur verfügt über einen DNA-Ankerstrang zum externen
Anbinden von EYFP-DNA-Konjugaten via DNA-Hybridisierung. Des Weiteren wurden
DNA-Origami-Strukturen zusätzlich mit einem spektral unterschiedlichen organischen
Fluoreszenzfarbstoﬀ Atto647N sowie mit vier weiteren Biotin-Molekülen ausgestattet, die
schon beim Falten in die DNA-Origami-Strukturen eingebaut wurden. Über die Koloka-
Abbildung 5.12: (a) Skizze eines 12-Helixbündel-DNA-Origamis (12HB), das extern mit einem
EYFP-DNA-Konjugat über einen DNA-Ankerstrang sowie intern mit einem
Atto647N-Farbstoﬀmolekül ﬂuoreszenzmarkiert ist. (b) Bispektrales TIRF-Bild
vom Konstrukt in (a) entstand durch Überlagerung von zwei Farbkanälen in-
folge sequentieller Anregung mit 644 nm und 488 nm: grün steht für EYFP
und rot für Atto647N. Gelb steht für Kolokalisation der beiden Markierun-
gen im dargestellten Falschfarbenbild, Maßstabbalken 2 µm. (c) Repräsentati-
ve Fluoreszenzspur eines kolokalisierten EYFP-Atto647N-Paares gemessen im
dSTORM-Puﬀer. Die Kolokalisationsausbeute betrug insgesamt ca. 65 %, wo-
bei die roten Spots als Bezugsgröße betrachtet wurden.
lisation mit Atto647N-Farbstoﬀmolekülen wurden die EYFP-Moleküle eindeutig iden-
tiﬁziert. Das war notwendig, weil einzelne EYFPs aufgrund ihrer geringen Helligkeit
auf Einzelmolekülniveau von vorhandenen Verunreinigungen im blauen Anregungsbe-
reich schlecht zu unterscheiden waren. In Abbildung 5.12 b ist ein TIRF-Bild der mit
EYFP und Atto647N markierten 12HB-DNA-Origami-Strukturen dargestellt, das durch
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Überlagerung zweier Farbkanäle (grün für EYFP und rot für Atto647N) entstand. Das
Fluoreszenz-Zeit-Signal wurde aus den gelben Spots extrahiert (s. Abbildung 5.12 c), wo-
bei nur das von EYFP weiter zur Kinetikanalyse herangezogen wurde. Diese gelben Spots
repräsentieren Kolokalisation von EYFP mit Atto647N auf ein und derselben 12HB-DNA-
Origami-Struktur.
Abbildung 5.13: Analyse von photophysikalischen Eigenschaften von EYFP immobilisiert auf
12-Helixbündel-DNA-Origamis (s. Abbildung 5.12 a). (a) Repräsentative
Einzelmolekül-Fluoreszenzspuren von EYFP unter den angegebenen Puﬀerzu-
sammensetzungen: Tris-Puﬀer, enzymatischer Sauerstoﬀentzug (-O2), 70 mM
β-Mercaptoethanol (ME) sowie deren Kombination (dSTORM). (b) Mittle-
re Anzahl von Schaltzyklen bzw. Anzuständen vor dem Eintreten von lang-
lebigen Dunkelzuständen bzw. Photobleichen. (c) Mittlere Photonenzahl pro
Anzustand. (d) Mittlere Dauer von An- und Auszuständen (tON, tOFF).
Die Messungen wurden unter kontinuierlicher 488 nm-Laserbeleuchtung (ca.
800 Wcm−2) und mit einer Integrationszeit von 30 ms durchgeführt. Darge-
stellte Fehlerbalken sind Fitfehler aus exponentiellen Anpassungen von Histo-
grammen der dargestellten Kinetikdaten, die jeweils von über 100 einzelnen
Farbstoﬀmolekülen stammen.
Es wurden vier chemische Bedingungen im Hinblick auf die Kompatibilität mit dSTORM
untersucht: (1) Tris-Puﬀer ohne Zusätze, (2) dSTORM (70 mM ME mit Sauerstoﬀ-
entzug) und nur unter (3) enzymatischem Sauerstoﬀentzug sowie (4) Zugabe von ME
(70 mM) (s. Abbildung 5.13). Wie erwartet weisen einzelne EYFP-Moleküle im Tris-Puﬀer
ohne chemische Zusätze ein intrinsisches Blinkverhalten im ms-Bereich (tON=30 ms,
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tOFF=500 ms) auf (s. Kapitel 3.2.2.2), wobei nach nur ca. 5 s EYFP in einen reversiblen
langlebigen bzw. irreversiblen Dunkelzustand (Photobleichen) übergeht. Wie es für FPs
im Allgemeinen zu erwarten ist, sind die Photonenzahlen pro Anzustand relativ gering und
beﬁnden sich im unteren dreistelligen Bereich (s. Abbildung 5.13 a, c). Erstaunlicherweise
wird die Photostabilität von EYFP unter dSTORM-Bedingungen drastisch erhöht, sodass
das Photobleichen erst nach ca. 100 s eintritt (s. Abbildungen 5.12 c, 5.13 a). Dieser Eﬀekt
kann durch die mittlere Anzahl der Schaltzyklen quantitativ beschrieben werden, die die
einzelnen EYFPs im Schnitt vorm Eintreten von Photobleichen bzw. langem Dunkels-
zustand aufweisen (s. Abbildung 5.13 b). Verglichen mit Tris-Puﬀer führt die dSTORM-
Puﬀerzusammensetzung zu einer beachtlichen 5-fachen Erhöhung der Schaltzyklenzahl.
Eine hohe Photostabilität von Fluoreszenzfarbstoﬀen resultiert in einer hohen Anzahl an
Lokalisierungen, was einen beträchtlichen Einﬂuss auf die Qualität von superaufgelösten
Bildern hat (s. Kapitel 3.2.2). Die Kinetikdaten wie die mittlere Dauer der Anzustände
(tON) sowie deren mittlere Photonenzahl blieben unter dSTORM weitgehend unverändert
im Vergleich zu anderen Puﬀerzusammensetzungen. Die mittlere Dauer der Auszustände
(tOFF) nahm dagegen leicht zu, was als positiver Einﬂuss im Hinblick auf das tON/tOFF-
Verhältnis für LB-Superauﬂösungsmikroskopie (s. Kapitel 3.2.2) zu verbuchen ist. Ferner
haben die chemischen Bedingungen (3 - 4) weder auf die Photostabilität noch auf die Ki-
netikeigenschaften einzelner EYFP-Moleküle einen signiﬁkanten Einﬂuss (s. Abbildung
5.13). Somit wurde eindeutig gezeigt, dass Sauerstoﬀentzug und die Zugabe von ME nur
in Kombination (dSTORM) als Umgebungsbedingungen einen positiven Einﬂuss auf die
photophysikalischen Eigenschaften von EYFP haben.
5.2.3 Charakterisierung von EYFP-Superauﬂösungsteststrukturen
Um die erzielten Ergebnisse auf die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie zu
übertragen, wurden die verwendeten 12-Helixbündel-DNA-Origami-Strukturen zu Super-
auﬂösungsreferenz- bzw. Testproben umfunktionalisiert (s. Abbildung 5.14 a). Dies ge-
schah, indem 12HB-DNA-Origmi-Strukturen mit zwei Markierungen in einem Abstand
von 100 nm und 160 nm ausgestattet wurden. Für die beiden Abstände bestand eine der
Markierungen aus 18 DNA-Ankersträngen und die andere aus 16 bzw. 18 Ankersträn-
gen für jeweils 100 nm bzw. 160 nm. Zunächst wurden die hergestellten und mit EYFP
markierten 12HB-DNA-Testproben durch Rasterkraftmikroskopie (AFM, engl. atom force
microscopy) sowie durch die Wechselwirkung mit den für EYFP sehr speziﬁschen Nano-
antikörpern (engl. nanobodies, Nb) quantitativ charakterisiert.
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In Abbildung 5.14 b-c sind AFM-Aufnahmen von 12HB-DNA-Nanometerlinealen (160 nm-
Abstand) mit und ohne hybridisierte EYFP-DNA-Konjugate auf Micaoberﬂächen dar-
gestellt [99, 108]. Das AFM-Bild in Abbildung 5.14 c weist wohlgeformte hantelförmi-
ge Nanostrukturen auf, was auf eine erfolgreiche Herstellung von EYFP-12HB-DNA-
Teststrukturen bzw. Nanometerlinealen zurückzuführen ist. Auﬀällig sind jedoch ein er-
höhtes Hintergrundrauschen sowie eine geringe Konzentration von diesen EYFP-Nano-
meterlinealen. Beides ist darauf zurückzuführen, dass durch den Aufreinigungsschritt un-
ter Benutzung von Amicon-Filtern große Verluste von EYFP-12HB-Strukturen infolge
unspeziﬁscher Wechselwirkung zwischen EYFP-markierten DNA-Origami-Strukturen und
dem Filtermaterial beobachtet wurden. Diese Verluste konnten unter vorheriger Absätti-
gung der Amicon-Filter mit BSA-Proteinen zumindest teilweise verhindert werden. Der
Einsatz von BSA führte jedoch zu diesem verrauschten Hintergrund in den AFM-Bildern.
Abbildung 5.14: (a) Skizze einer 12-Helixbündel-DNA-Origami-Struktur für die Superauf-
lösungsmikroskopie, die zwei Markierungen bestehend jeweils aus 16 bis 19
DNA-Ankersträngen im Abstand von 100 nm und 160 nm für die Anbindung
von EYFP-DNA-Konjugaten trägt. Entsprechende AFM-Bilder von 12HB-
DNA-Strukturen ohne (b) und mit EYFP-Markierungen (c). Einzelne Spots
auf der Micaoberﬂäche in (c) sind auf BSA-Proteine zurückzuführen. Maßstab-
balken 500 nm.
Im nächsten Schritt wurde die Wechselwirkung von EYFP als Antigen mit antiEYFP-
Nanoantikörpern auf Einzelmolekülniveau nachgewiesen. Ein Nanoantikörper wird auch
als Einzeldomänenantikörper bezeichnet und ist eine Miniaturform von konventionellen
Y-förmigen Antikörpern. Er besteht im einfachsten Fall aus einem einzigen antigenerken-
nenden variablen Fragment (VHH) der Schwere-Ketten-Antikörper, die von speziﬁschen
Tieren wie Kamelen produziert werden [109]. Diese Wechselwirkung von klassischen An-
tikörpern sowie Nanobodies mit dem Antigen (z.B. EYFP) unterliegt dem sogenannten




Abbildung 5.15: (a) Struktur von EYFP-Nanoantikörper-Komplex [109]. Der Nanoantikör-
per (Nb) wechselwirkt in dem Bereich von EYFP, der dem für die Kon-
jugation mit DNA verwendeten C-Ende gegenüberliegt. (b-c) TIRF-Bilder
von zwei Farbkanälen infolge simultaner Fluoreszenzanregung von EYFP-
Molekülen (b) und von mit Alexa647 markierten antiEYFP-Nanoantikörpern
(c). Dafür wurden die mit EYFP-DNA-Konjugaten ausgestatteten 12HB-DNA-
Origami-Testproben (160 nm-Abstand, s. Abbildung 5.14) in einer passivierten
Flusskammer immobilisiert und in Kontakt mit einer Lösung von antiEYFP-
Nanoantikörpern (1 nM) gebracht.
Der eingesetzte antiEYFP-Nanoantikörper wechselwirkt frontal mit den β-Faltblättern
in dem Bereich vom EYFP, der dem C-Ende entgegengesetzt ist [109] (s. Abbildung
5.15 a). Für die Visualisierung der Wechselwirkung wurden Nanobodies mit Alexa647-
Farbstoﬀmolekülen über NHS-Chemie markiert. Im Schnitt trug jeder Nanoantikörper
zwei Alexa647-Farbstoﬀmoleküle. Da der Kd-Wert des FP-Nanobody-Komplexes ca. 0,59
nM beträgt [109], wird diese Wechselwirkung als Binde- und Abbindeereignisse im ms-
Bereich auf Einzelmolekülniveau wahrgenommen [110]. Daher wurden die in einer pas-
sivierten Flusskammer immobilisierten EYFP-12HB-DNA-Origami-Strukturen (160 nm)
einer nM-Lösung rot-ﬂuoreszenzmarkierter Nanoantikörper ausgesetzt und unter TIRF-
Bedingungen mit gleichzeitiger Anregung von EYFP und Alexa647 mikroskopisch auf-
genommen. Um das Fluoreszenzsignal der an- und abbindenden Nanoantikörper zu ak-
kumulieren, wurden 50 aufeinanderfolgende Videoframes aufsummiert. Die daraus resul-
tierenden bispektralen TIRF-Bilder (grün EYFP, rot Alexa647-Nanoantikörper) sind in
Abbildung 5.15 b-c dargestellt. Die Wechselwirkung mit den Nanoantikörpern ist in der
Summe so speziﬁsch, so dass eine beinahe 100 %-ige Kolokalisationsausbeute zu verzeich-
nen ist.
Zusammenfassend lässt sich somit feststellen, dass EYFPs in dicht markierten EYFP-
12HB-Teststrukturen ihre strukturelle und biochemische Intaktheit erhielten, was sich
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durch deren Fluoreszenzaktivität und speziﬁsche Wechselwirkung mit antiEYFP-Nano-
antikörpern äußert.
5.2.4 Superauﬂösungsmikroskopie mit EYFP-DNA-Konjugaten
Im nächsten Schritt wurden lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmessungen von mit
EYFP markierten 12HB-DNA-Testproben unter den vier oben erwähnten Puﬀerbedin-
gungen durchgeführt. Bei diesen Messungen liegt der Schwerpunkt auf dem kürzeren Ab-
stand (100 nm). Die Superauﬂösungsmessungen dienten gleichzeitig zur quantitativen
Analyse der Teststrukturen. Es ist zu erwarten, superaufgelöste Doppelspots im Abstand
von ca. 100 nm zu erhalten. Wie Abbildung 5.16 a zu entnehmen ist, sind die Doppel-
spots in Tris-Puﬀer nur schwer zu erkennen. Des Weiteren wurden häuﬁger Einzelspots
anstatt von Doppelspots detektiert. Die schlechte Qualität der superaufgelösten Daten
von EYFP in Tris-Puﬀer ist auf die geringere Anzahl der erhaltenen Lokalisierungen pro
DNA-Origami zurückzuführen (s. Abbildung 5.16 d), was wiederum sehr gut mit den
Ergebnissen aus der Untersuchung einzelner EYFP-Moleküle übereinstimmt. Ergänzend
dazu wurde der Einﬂuss von UV-Reaktivierung und anschließender Anregung mit 488 nm
in Tris-Puﬀer untersucht, was sich in der Analyse der Kinetikdaten einzelner EYFP-
Moleküle aufgrund der Notwendigkeit der alternierenden Anregung und Reaktivierung als
unpraktisch und fehleranfällig erwies. Durch den Einsatz von UV-Reaktivierung (s. Abbil-
dung 9.7) konnte die Anzahl der Lokalisierungen sogar verdoppelt werden. Das Auftreten
von Einzelspots konnte jedoch nicht gänzlich vermieden werden. Die Messungen unter
dSTORM-Bedingungen (s. Abbildung 5.16 i, u) lieferten eine beeindruckende 5-fache Er-
höhung der Lokalisierungen pro DNA-Origami-Struktur im Vergleich zu Tris-Puﬀer, was
sich in den superaufgelösten hochqualitativen und robusten Doppelspot-Strukturen wider-
spiegelt. Dieses Ergebnis steht sehr gut in Übereinstimmung mit der erhaltenen Anzahl
der Schaltzyklen aus Abbildung 5.13 b. Des Weiteren sind die erhaltenen superaufgelösten
Bilder unter dem enzymatischen Sauerstoﬀentzug sowie unter Zugabe von ME (Abbildung
5.16 m, q) von geringer Qualität durch die unzureichende Stabilität gegenüber Photoblei-
chen. Die gemessenen Abstände von 94± 6 nm (Tris), 95± 6 nm (Tris/UV), 95± 5 nm
sowie 154± 6 nm (dSTORM), 94± 5 nm (Sauerstoﬀentzug) und 95± 6 nm (ME-Zugabe)
zwischen den Markierungen innerhalb einzelner EYFP-12HB-Origami-Strukturen unter
vier Bedingungen stehen in guter Übereinstimmung mit den theoretischen Werten von
100 nm bzw. 160 nm. Die gemessenen Abweichungen von wenigen Nanometern kommen
in den meisten Fällen durch die mögliche Flexibilität und Salzkonzentrationsabhängigkeit
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Abbildung 5.16: LB-Superauﬂösungsmikroskopie von 12HB-DNA-Origami-Strukturen markiert
mit EYFP-DNA in einem Abstand von 100 nm (a-t) und 160 nm (u-x): Tris (a-
h), dSTORM (i-l, u-x), Sauerstoﬀentzug (m-p) und ME (q-t). Die Messungen
wurden unter kontinuierlicher Beleuchtung mit einem 488 nm-Anregungslaser
(ca. 800 Wcm−2) (a-d, i-x) sowie unter alternierender 488 nm-Anregung und
405 nm-Reaktivierung (500 Wcm−2) (e-h) ausgeführt. Superaufgelöste Bilder
(a, e, i, m, q, u), Querschnittshistogramme (b, f, j, n, r, v). Einzelne Doppelspots
wurden durch die ermittelten Abstände und die Anzahl der Lokalisierungen
charakterisiert:(c, g, k, o, s, w und d, h, l, p, t, x). Im Schnitt mehr als 200
Strukturen wurden für jede Mess- und Puﬀerbedingung analysiert. Angegebene
Fehler sind Standardabweichungen von Gauß-Fitfunktionen.
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der Geometrie von DNA-Origami-Strukturen erklärt werden [84].
Nachdem die dSTORM-Methode als kompatibel mit EYFP nachgewiesen wurde, wurden
im nächsten Schritt 2-Farben-Superauﬂösungsmessungen in Kombination mit Alexa647
durchgeführt. Dafür wurden die benutzten EYFP-Teststrukturen mit zusätzlichen 20 An-
Abbildung 5.17: (a) 2-Farben-Superauﬂösungsmikroskopie von 12-Helixbündel-DNA-Origami-
Strukturen, die mit zwei spektral unterschiedlichen Markierungen ausgestat-
tet sind. Eine Markierung besteht aus insgesamt 36 DNA-Ankersträngen für
Hybridisierung mit EYFP-DNA-Konjugaten im Abstand von 160 nm an äu-
ßeren Enden von 12HB. Zweite Markierung besteht aus insgesamt 20 DNA-
Ankersträngen für Alexa647-DNA im Abstand von ca. 60 nm im mittleren
Bereich von 12HB. Superaufgelöste Bilder von Mikrotubuli nach Überexpessi-
on von EYFP-Tubulin-Fusionsproteinen in ﬁxierten Vero-Säugerzellen in (b)
Tris-Puﬀer und unter (c) dSTORM.
kersträngen zum externen Anbinden von Alexa647-DNA ergänzt, die einen Abstand von
ca. 60 nm bilden (s. Abbildung 5.17 a). Um nun den beobachteten stabilisierenden Eﬀekt
von dSTORM auf EYFP in der mikroskopischen Bildgebung von Zellen zu veriﬁzieren,
wurden Superauﬂösungsmessungen von Mikrotubuli durch Überexpression von EYFP-
Tubulin-Fusionsproteinen in Vero-Säugerzellen3 durchgeführt [108]. Wie Abbildung 5.17
b-c zu entnehmen ist, konnte eine erhöhte Photostabilität unter dSTORM-Bedingungen
3Die Vero-Zellen wurden von Dr. Birka Lalkens zur Verfügung gestellt.
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auch in Zellen nachgewiesen werden. Die Aufnahme- und Darstellungsparameter der su-
peraufgelösten Bilder in Abbildung 5.17 b-c waren identisch, um die Vergleichbarkeit
der Bilder untereinander zu gewährleisten. Das superaufgelöste Bild von ﬁxierten Vero-
Säugerzellen unter dSTORM-Bedingungen lieferte aufgrund höherer Lokalisierungszahlen
mehr strukturelle Zellinformationen im Vergleich zu Messungen im Tris-Puﬀer.
Das Fluorophor von FPs beﬁndet sich im Inneren des Proteins. Somit liegt es etwas
abgeschirmt von der Umgebung vor und steht unter starkem Einﬂuss der umliegenden
Aminosäuren. Aus diesen Gründen kann die photophysikalische Wirkungsweise von ME
unter Sauerstoﬀentzug (dSTORM) auf organische Farbstoﬀe (s. Kapitel 3.1.5.1, 3.2.2.1)
nicht direkt auf FPs übertragen werden. Des Weiteren kann auch aufgrund dieser Kom-
plexität der Wirkungsmechanismus von dSTORM, beruhend auf den erhaltenen Ergeb-
nissen, nicht mit einer vollkommenen Sicherheit aufgeklärt werden. Es scheint, als ob
dSTORM den Übergang von EYFP in den langlebigen, UV-reaktivierbaren Dunkelzu-
stand verhindert. Die Lokalisierungszahl pro EYFP-DNA-Struktur konnte jedoch trotz
der UV-Reaktivierungsversuche nicht deutlich erhöht werden. Somit kann der Übergang
in den langlebigen Dunkelzustand ein erhöhtes Risiko des Photobleichens mit sich brin-
gen. Unter dSTORM dagegen wird ein ununterbrochenes Fluoreszenzblinken von EYFP
Abbildung 5.18: Verbesserung der Lokalisierungsgenauigkeit von EYFP unter dSTORM-
Bedingungen von ca. 42 nm (a) zu 24 nm (b) aufgrund eines höheren
Photonenzahl-Schwellenwerts, der zur Erkennung einer Lokalisierung eingesetzt
wird.
im ms-Bereich über einen Zeitraum von bis zu 100 s beobachtet. Ferner bietet eine er-
höhte Anzahl von Lokalisierungen mehr Handlungsfreiheit in der Datenauswertung. Da
die Photonenzahlen pro Schaltzyklus bzw. Lokalisierung statistisch variieren, kann bei-
spielsweise ein höherer Kontrastwert als Photonenzahl-Schwellenwert zur Erkennung ei-
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ner Lokalisierung eingesetzt werden. Auf diese Weise kann die Lokalisierungsgenauigkeit
um ca. 40 % verbessert werden, ohne die mittlere Photonenzahl von einzelnen EYFPs zu
verbessern (s. Abbildung 5.18). Des Weiteren kann der Einsatz von UV-Licht auf viele
biologische Proben phototoxisch wirken (z.B. DNA-Schäden, Veränderung der Zellform)
[111]. Alternierende Anregungs- und Reaktvierungszyklen werden häuﬁger bei Fluores-
zenzfarbstoﬀen im kurzwelligen Anregungsbereich (488 nm) benutzt, da UV einen sehr
hohen Fluoreszenzhintergrund herbeiführt. Diese Alternierung verkompliziert unnötig die
Aufnahmebedingungen und verlängert die Aufnahmezeit. Diese Nachteile fallen unter Be-




5.3 Rückführung von ﬂuoreszenzmarkierten
DNA-Origami-Strukturen
5.3.1 Vorstellung der Vorgehensweise
Dieser Teil der Arbeit [112] entstammt einer Kooperation zwischen der PTB Braunschweig
und TU Braunschweig unter maßgeblicher Beteiligung von Mario Raab. Mein Beitrag be-
zog sich auf das Design und Herstellung der Proben sowie auf Superauﬂösungsmessungen
und deren Analyse.
Im Rahmen dieser Arbeit wurden bis jetzt die DNA-Origami-Strukturen, die mit Fluo-
reszenzmarkierungen in einem deﬁnierten Abstand zueinander ausgestattet waren, als
Referenz- bzw. Testproben in der Superauﬂösungsmikroskopie betrachtet. Für die quali-
tativen Vergleichsmessungen von DNA-Origami-Teststrukturen am selben Mikroskop sind
seine optischen Charakteristika wie z.B. ﬁnale Pixelgröße zwar wichtig, spielen aber keine
entscheidende Rolle, da diese Eigenschaften bei jeder Messung gleich blieben. Aus einer
Normalverteilung der evaluierten Abstände einzelner superaufgelöster Strukturen wurde
bis jetzt ein mittlerer Abstandswert ermittelt. Die Fehlerangaben beschränkten sich da-
bei auf die Angabe der Standardabweichung der Gauß-Fitfunktion (ca. 5 - 6 nm), die als
Maß für die erreichte Präzision agiert. Der entscheidende Vorteil der Nutzung von solchen
DNA-Origami-Strukturen besteht in dem hohen Maß an Reproduzierbarkeit der mitt-
leren Abstände, die beispielsweise durch DNA-PAINT-Aufnahmen von Proben gleichen
Designs, gefaltet zu unterschiedlichen Zeitpunkten, an unterschiedlichen Tagen an ein und
demselben Mikroskop erhalten wurden (s. Abbildung 5.19 e).
Um nun einen quantitativen Vergleich zwischen den Messergebnissen an unterschiedli-
chen Mikroskopen ziehen zu können, erfordert es eine umfassende metrologische Analyse
der Einﬂussfaktoren sowie der damit einhergehenden Messunsicherheiten. Dadurch kön-
nen DNA-Origami-Teststrukturen bzw. Nanometerlineale zu einem Messstandard (Mess-
normal) auf der Längenskala erweitert werden. Metrologie ist eine Wissenschaft, die sich
mit den Grundlagen des Messens, mit der Theorie der Messfehler sowie mit der Rück-
führung der Messergebnisse auf die SI-Einheiten beschäftigt. Weltweit gibt es zahlreiche
Institute wie PTB (Physikalisch-Technische Bundesanstalt) und NIST (the National In-
stitute of Standards and Technology) die sich mit solchen metrologischen Fragestellungen
intensiv auseinandersetzen und über umfassende Expertise verfügen. Auf internationaler
Ebene stellt dabei GUM (engl. guide to the expression of uncertainty in measurement)
eine einheitliche Vorgehensweise zur Ermittlung von Messunsicherheiten dar, um weltweit
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Abbildung 5.19: (a-b) Schematische Darstellung von rechteckigen DNA-Origami-Strukturen mit
jeweils 9 DNA-Ankersträngen pro Fluoreszenzmarkierungen für DNA-PAINT-
Superauﬂösungsmikroskopie, die einen theoretischen Abstand zwischen den
Schwerpunkten von 65 nm bzw. 32,5 nm haben. (c-d) Die charakteristischen
superaufgelösten Bilder der Proben in Form von Doppelspots, die durch Mes-
sungen am Mikroskop 1 unter 644 nm-Anregung (4 kW/cm2) erhalten wurden.
(e) Die dazugehörigen mittleren Abtstände (65 nm-DNA-Origami-Struktur),
die an unterschiedlichen Tagen (1 - 10) am Mikroskop 1 mit einer Pixelgröße
von 101 nm gemessen und mit dem automatischen Abstandsbestimmungsalgo-
rithmus (s. Gleichung 4.5) bestimmt wurden. Die Fehlerbalken entsprechen den
Standardabweichungen der Gauß-Fitfunktionen.
eine Vergleichbarkeit der Messergebnisse zu gewährleisten. Laut GUM wird eine Modell-
gleichung aufgestellt, aus der ein mathematischer Zusammenhang zwischen der Messgröße
und allen Einﬂussgrößen, die zur Messunsicherheit beitragen, hervorgeht. Das Gauß′sche
Fortpﬂanzungsgesetz wird auf diese Modellgleichung angewandt, wobei die einzelnen Un-
sicherheitsbeiträge als Standardunsicherheit (u(k=1)) in die Berechnung eingehen. Da
Superauﬂösungsmikroskopie Abstände im Nanometerbereich auﬂöst, fallen entsprechende
Messungen in den Bereich der Nanometrologie.
Im Rahmen dieses Projekts wurde die DNA-PAINT-Superauﬂösungsmethode benutzt, die
eine der robustesten lokalisierungsbasierten Superauﬂösungstechniken darstellt [9]. Das
Fluoreszenzblinken wurde durch diﬀundierende, kurze (6 - 8 Basen), Atto655-markierte
DNA-Stränge generiert, welche an die DNA-Ankerstränge der DNA-Origami-Strukturen
transient binden und abbinden (s. Abbildung 5.19 a-b). Der Vorteil der DNA-PAINT-
Methode besteht darin, dass die Anzahl der Lokalisierungen pro Ankerstrang durch das
Photobleichen des Farbstoﬀs kaum limitiert ist, da nach dem Abbinden ein neuer Atto655-
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PAINT-Strang aus der Lösung an die Struktur bindet. Aus diesem Grunde kann beinahe
das gesamte Photonenbudget (bis zu 50.000 Photonen) eines Farbstoﬀs auf eine einzige
Lokalisierung aufgebraucht werden. Es wurden rechteckige DNA-Origami-Strukturen mit
zwei Markierungen aus jeweils 9 DNA-Ankersträngen benutzt. Der theoretische Abstand
zwischen den Schwerpunkten betrug 65 nm und 32,5 nm (s. Abbildung 5.19 a-b). Diese
Proben wurden an drei unterschiedlichen TIRF-Mikroskopen gemessen, um die superauf-
gelösten Bilder und Abstandsinformationen zu erlangen (s. Abbildung 5.19 c-e). Beim
Mikroskop 1 und 2 handelt es sich um einen Eigenbau und beim Mikroskop 3 um ein
kommerzielles Leica-GSD-Mikroskop (s. Kapitel 4.3).
Abbildung 5.20: (a) Ishikawa-Diagramm zur Ermittlung von potentiellen Ursachen der Messun-
sicherheit unter Verwendung von DNA-Origami-Strukturen. (b) Ununterbro-
chene Messkette zur Rückführung von DNA-Origami-Teststrukturen auf die
SI-Einheiten [112].
Im ersten Schritt der metrologischen Rückführung wird ein sogenanntes Ishikawa-Dia-
gramm erstellt (s. Abbildung 5.20 a), das die wichtigsten Beiträge zur Messunsicherheit
beinhaltet. Sie lassen sich in drei zentrale Kategorien unterteilen. Probenbezogene Mes-
sunsicherheiten betreﬀen z.B. die Blinkkinetik, Anzahl der Photonen pro Lokalisierung
sowie strukturelle Heterogenität. Das Mikroskop trägt z.B. in Form von Pixelgröße, opti-
scher Aberrationen zu Messunsicherheiten bei. Die Auswerteschritte wie z.B. Identiﬁzie-
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rung von DNA-Origami-Strukturen, Evaluierungsalgorithmus sowie Anpassungsgüte der
Daten haben ebenso einen Einﬂuss.
Die Pixelgrößenbestimmung und Kalibrierung des EMCCD-Kamerachips spielen eine zen-
trale Rolle bei der Rückführung der DNA-Origami-Messergebnisse auf die SI-Einheiten
[112]. Es wurde eine ununterbrochene Kette von Messungen mit dazugehörigen Messunsi-
cherheiten (s. Abbildung 5.20 b) durchgeführt. Dafür wurde ein kommerziell erworbenes
Objektmikrometer der Firma POG Präzisionsoptik Gera GmbH benutzt, welches von
der PTB rückführbar kalibriert wurde. Dieses kalibrierte Objektmikrometer wurde dann
zur Bestimmung der Pixelgröße und derer Messunsicherheit von drei Mikroskopen (1 -
3) eingesetzt. Darauf basierend wurde zum Schluss ein Messunsicherheitsbudget für die
Abstandsbestimmung an DNA-Origami-Nanometerlinealen aufgestellt.
5.3.2 Aufstellung des Messunsicherheitsbudgets
Das benutzte Objektmikrometer ist ein Glassubstrat mit einer Teilungsstruktur: es ist
2 mm breit und besitzt 200 Skalenteile. Somit betrug der kleinste Teilungsabstand no-
minell 10 µm (s. Abbildung 5.21). Die Kalibrierung des Objektmikrometer wurde von
der PTB mit Hilfe eines rückgeführten UV-Durchlichtmikroskops (365 nm) und in einem
Rasterscanverfahren durchgeführt (s. Kapitel 4.5). Für die Vermessung dieser Teilungs-
Abbildung 5.21: Mikroskopisches Bild des benutzten Objektmikrometers. Die Abstände zwi-
schen linken (roter Pfeil) und rechten Kanten benachbarter Linienstrukturen
waren zu bestimmen. Beim Scannen wurde eine Spaltapertur benutzt (mit ei-
nem grünen Pfeil angedeutet), die in der Mitte der gelben gestrichelten Linie
lag (15 µm von den Enden der kürzeren Teilungsstriche).
abstände wurden die linken (s. Abbildung 5.21, roter Pfeil) und rechten Kantenabstände
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benachbarter Linienstrukturen betrachtet. Dafür wurde zunächst eine Achse in einem
Abstand von 15 µm von der Unterkante der kürzeren Teilungsstriche (gelbe gestrichelte
Linie) deﬁniert, die als Mitte der ortsfesten Spaltapertur (3,7 µmx46 nm in der Bildebe-
ne, grüner Pfeil in Abbildung 5.21) im Scanvorgang fungierte. Dies war notwendig, um die
gröbsten Strukturfehler zu vermeiden (Einbuchtungen, s. Linien 5 - 6). Aufgrund der vor-
handenen Strukturfehler und Verunreinigungen des benutzten Objektmikrometers wurde
die Messunsicherheit der Kantenabstände im Wert von 30 nm mit dem Erweiterungsfaktor
k=2 von der PTB bestimmt, obwohl das benutzte PTB-Mikroskop den Abstand zwischen
den Kantenabständen deutlich genauer mit einer erweiterten Messunsicherheit von 6 nm
(k=2) messen kann (s. Kapitel 4.5). Da der Abstand zwischen den Teilungsstrichen (sref )
und dessen Messunsicherheit bekannt ist, bestand der nächste Schritt darin, die mittlere




Daraus ließ sich die ﬁnale Pixelgröße (P) des jeweiligen Mikroskops mit entsprechender
Messunsicherheit bestimmen (s. Gleichung 5.1). Dafür wurde das kalibrierte Objektmikro-
meter auf dem Probentisch jedes Mikroskops (1 - 3) positioniert, und mit weißem Durch-
licht abgebildet. Es wurde darauf geachtet, dass die Teilungsstriche möglichst parallel zu
den Pixelspalten orientiert waren. Zur Datenanalyse wurde nur der Bereich betrachtet,
der in einem Abstand von ca. 15 µm (ca. 150 Pixel) von den kürzeren Strichen und eine
Breite von ca. 4 µm (ca. 40 Pixel) hatte (analog zum Messfenster beim Kalibrieren des Ob-
jektmikrometers). Der gemessene mittlere Abstand zwischen den Teilungsstrichen (dmittel
in Pixel) (s. Kapitel 4.5) wurde durch zahlreiche identiﬁzierte Unsicherheitsbeiträge δd
beeinﬂusst (s. Modellgleichung 5.2), die in Tabelle 5.1 zusammengefasst wurden.
〈d〉 = dmittel − δdwinkel + δddr + δdr + δdpos + δdfilter + δdab (5.2)
δdwinkel beschreibt die nicht perfekte Orthogonalität zwischen den Teilungsstrichen und
den EMCCD-Pixelspalten. Der Unsicherheitsbeitrag dieses Einﬂussfaktors wurde abge-
schätzt, indem der Neigungswinkel zwischen den Strichen des Objektmikrometers und
den Pixelspalten ermittelt wurde. δddr berücksichtigen die Verunreinigungen des Objekt-
mikrometers, dessen Standardunsicherheit der PTB-Schätzung entsprach. δd r steht für
die Ungenauigkeiten infolge unscharfer Linienkanten. δdpos beinhaltet die ungenauere Po-
sitionierung des Messfensters (15 µm-Abstand von unten, mit einer Höhe von ca. 4 µm)
im Vergleich zu PTB-Messungen. δd filter und δdab berücksichtigen den Einﬂuss des Emis-
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sionsﬁlters und nicht-perfekt korrigierter Aberrationen des Objektivs. Der Einﬂuss des
Emissionsﬁlters wurde abgeschätzt, indem der Kantenabstand in Pixel zwischen Linien
1 und 2 mit und ohne ihn vermessen wurde. Der Einﬂuss von δdab wurde schätzungs-
weise ermittelt, indem der Abstand des Linienpaars an unterschiedlichen Positionen im
Bildfeld ermittelt wurde. Abgesehen von dmittel und von der nicht perfekten Orthogonali-
tät δdwinkel, sind die absoluten Zahlenwerte für die restlichen Einﬂussfaktoren (δd) nicht
bekannt. Es wurde angenommen, dass ihr Erwartungswert Null ist. Dennoch tragen sie
quantitativ zur Gesamtmessunsicherheit bei. Die gesamte Messunsicherheit der mittleren
Pixelgröße (nm/Pixel) wurde mittels einer Schulungsversion der GUM-Workbench Pro-
fessional Software bestimmt, indem unter Berücksichtigung von Unsicherheitsbeiträgen
einzelner Einﬂussfaktoren (s. Tabelle 5.1, exemplarisch für Mikroskop 1) Gleichung 5.2 in
Gleichung 5.1 eingesetzt wurde. Dabei wurde nur ein einziges Linienpaar (1 - 2) des kali-
Tabelle 5.1: Das Messunsicherheitsbudget für die mittlere Pixelgröße (Mikroskop 1).
Einﬂussfaktor u (k = 1) Beitrag zu u von P (nm/pixel)
sref 15,0 nm 0,15
dmittel 0,08 px 0,08
δdwinkel 1,00·10−3 px 0,001
δddr 0,05 px 0,05
δd r 0,03 px 0,03
δdpos 0,02 px 0,02
δd filter 0,2 px 0,20
δdab 0,4 px 0,40
brierten Objektmikrometers benutzt. Daraus ergibt sich für Mikroskop 1 die gemittelte
Pixelgröße P=101,05 ± 1,0 nm (k=2). Der signiﬁkanteste Einﬂuss auf die Unsicherheit
der Pixelgröße haben Abbildverzerrungen seitens der optischen Bauteile des Mikroskops.
Dies führt zu einer positionsabhängigen Variation der Pixelgröße. Anstatt jedes einzelne
Pixel aufwendig zu kalibrieren, werden diese Schwankungen in Form eines Unsicherheits-
beitrags berücksichtig. Die Berechnung der mittleren Pixelgröße sowie derer Messunsicher-
heit der restlichen Mikroskope (2 - 3) fand analog statt. Die Ergebnisse sind in Tabelle 5.2
zusammengefasst.
Der nächste Schritt bestand in der Aufstellung des Messunsicherheitsbudgets für die
superaufgelösten Abstände zwischen den Markierungen der DNA-Origami-Strukturen.
Dabei wurde erneut eine Modellgleichung (s. Gleichung 5.3) mit entsprechenden bei-
tragenden Unsicherheiten aufgestellt. Der durch die Superauﬂösungsmessungen an den
2D-Mikroskopen (1  3) zu ermittelnde Abstand (in nm) zwischen den Markierungen ist
eigentlich eine Projektion (aproj) des tatsächlichen 3D-Abstands (s. Gleichung 5.3). Dabei
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Tabelle 5.2: Zusammenfassung der Bestimmung der mittleren Pixelgröße und deren Messunsi-
cherheit nach GUM für alle drei Mikroskope (k=2).
Mikroskop Pixelgröße (nm/px)
1 101,05 ± 1,0
2 95,6 ± 1,2
3 99,9 ± 1,1
ist P die mittlere Pixelgröße (in nm/Pixel), d (in Pixel) ist die gemessene Projektion des
Abstandes zwischen den jeweiligen Markierungen und Σjδd j ist die Summe der identiﬁ-
zierten Einﬂussfaktoren.
aproj = P (d+ Σjδdj) (5.3)
Gleichung 5.3 wurde erweitert, da der zu ermittelnde Abstand (in nm) zwischen den Mar-






Σj(dj + δdfit,j) + δdblink + δdumgeb + δdfp + δdmod
)
(5.4)
Dabei ist d j der gemessene Markierungsabstand, also 2D-Projektion, der j -ten DNA-
Origami-Struktur. d j umfasst mögliche intrinsische geometrische Inhomogenität der Pro-
be, die z.B. auf den Einsatz der DNA als Baumaterial und auf individuelle Design-bedingte
Schwankungen zurückzuführen sind. n ist die Anzahl der ausgewerteten DNA-Origami-
Strukturen, die im Schnitt ca. 500 betrug. δd fit berücksichtigt die Fitfehler jedes ein-
zelnen Doppelspots. δd blink umfasst den Einﬂuss der Farbstoﬀ-Blinkkinetik im Laufe der
TIRF-Aufnahmen (Doppellokalisierungen, s. Kapitel 3.2.2). δdumgeb korrigiert die Um-
gebungseinﬂüsse (Temperatur, Salzkonzentration, laterale Drift). δd fp berücksichtigt alle
falschpositiven Signale bzw. als DNA-Origami fälschlicherweise identiﬁzierte superaufge-
löste Objekte. δdmodel beinhaltet die Unsicherheit infolge des benutzten Evaluierungs-
modells (s. Gleichung 4.5). Es wurde angenommen, dass der Erwartungswert dieser δd -
Einﬂussfaktoren gleich Null ist. Trotzdem haben sie Messunsicherheiten, die größer sind
als Null, und somit haben sie einen nicht zu vernachlässigenden Einﬂuss auf das gesamte
Messunsicherheitsbudget.
Durch Monte-Carlo-Simulationen der Aufnahmebedingungen (M. Raab, s. Kapitel 4.8.5)
konnten einige der aufgeführten Einﬂussfaktoren abgeschätzt werden. Dies ermöglicht
Betrachtung einzelner Einﬂussfaktoren unabhängig voneinander. Bei dem Blinkverhalten
δd blink ist das Verhältnis aus der Dauer des Anzustandes zu der Dauer des Auszustands
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(tON/tOFF) von enormer Bedeutung (s. Kapitel 3.2.2). Insgesamt würde ein zu hohes
tON/tOFF-Verhältnis zu kürzeren Abständen aufgrund der Doppellokalisierungen füh-
ren. Der Vorteil der DNA-PAINT-Superauﬂösungsmethode besteht darin, dass sich so-
wohl die Dauer der Anzustände über die Länge als auch die Dauer der Auszustände über
die Konzentration der Atto655-DNA-PAINT-Stränge sehr gut einstellen lässt. Dadurch
ist eine systematische Verkürzung der Abstände durch Doppellokalisierungen so gut wie
vernachlässigbar. Dennoch wurde ein entsprechender Beitrag zur Messunsicherheit auf-
grund der Blinkkinetik über die statistische Unsicherheit der Monte-Carlo-Simulationen
auf 0,1 nm geschätzt (s. Abbildung 9.11). Der Einﬂuss der Umgebung (δdumgeb) in Form
von MgCl2-Konzentrationsabhängigkeit auf die DNA-Origami-Strukturen und dement-
sprechend auf den gemessenen mittleren Abstand zwischen den Markierungen wurde 2014
demonstriert [84]. Dabei wurde ein hohes Maß an Reproduzierbarkeit der mittleren Ab-
stände bei unterschiedlichen Salzkonzentrationen gezeigt. Die durchgeführte Kalibrierung
gilt nur für die Probe, deren Salzkonzentration bei allen Messungen konstant war. So-
mit kann der Einﬂuss der Salzkonzentration vernachlässigt werden. Des Weiteren kön-
nen Temperaturschwankungen eine Probendrift verursachen, im äußersten Fall zu einer
massiven Verzerrung der aufgelösten Struktur und Abstände führt. Aufgrund konstant
gehaltener Temperatur (Klimaanlage) und spezieller Antidrift-Vorrichtungen (nosepiece
stage und aktiv stabilisierender optischer Tisch) konnte der Drifteﬀekt drastisch minimiert
werden. Es blieb jedoch eine Restunsicherheit von ca. 0,5 nm, bei der jede vorhandene
restliche Mikroskopdrift nicht wahrnehmbar war. Ferner trägt auch die Identiﬁzierung der
superaufgelösten Objekte als DNA-Origami-Strukturen zur Messunsicherheit (δd fp) bei.
Dazu gehören unter anderem zufällig, dicht nebeneinander immobilisierte DNA-Origami-
Strukturen, deren superaufgelöste einzelne Spots nicht eindeutig zuzuordnen sind. Auch
DNA-Origami-Strukturen mit Defekten z.B. mit nur einer Markierung anstatt von zwei
können auftreten. Liegen solche Strukturen innerhalb des erwarteten Abstands, werden
sie fälschlicherweise für DNA-Origami-Strukturen gehalten. Auch Lokalisierungen infolge
unspeziﬁscher Wechselwirkung von Atto655-Strängen mit der Lab-Tek-Oberﬂäche können
als falsch-positive Signale gewertet werden. Um den Eﬀekt näherungsweise abzuschätzen,
wurde ein automatischer DNA-Origami-Struktur-erkennender Algorithmus mit und oh-
ne nachträglicher manueller Auslese der Doppelspots angewandt (s. Abbildung 9.8). Der
Nachteil der nachträglichen manuellen Auslese der Strukturen besteht in erhöhter Sub-
jektivität der Ergebnisse. Der Unterschied zwischen den beiden Auswertevorgehensweisen
bestand in ca. 0,7 nm. Da es weiterhin eine gewisse Unsicherheit bezüglich der restlichen
Zufälligkeit der abgebildeten Doppelspots bestand, wurde somit der Wert auf 1,5 nm er-
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höht. Ferner wurde eine rechteckige Wahrscheinlichkeitsverteilung angenommen, die eine
Standardunsicherheit von ca. 0,9 nm (k=1) ergab. Um den Einﬂuss des zur Abstands-
bestimmung benutzten Modells, δdmod, (Gleichung 4.5) auf das Unsicherheitsbudget ab-
zuschätzen, wurden Simulationen vorgenommen. Dabei wurden Doppelspots im Abstand
von 30 nm (Sollwert) mit unterschiedlichen Standardabweichungen der Lokalisierungs-
wolken simuliert (s. Abbildung 9.9). Die Abweichungen zwischen dem Sollwert und dem
evaluierten Abstand unter Berücksichtigung der experimentell gewonnenen Standardab-
weichungen (ca. 5 nm aus DNA-PAINT-Messungen, s. Abbildung 5.19 d) lieferte einen
Unsicherheitsbeitrag von ca. 0,5 nm bzw. 0,005 Pixel. Darüber hinaus wurden Doppelspot-
Strukturen mit einem Soll-Abstand von 30 nm simuliert, bei denen die Einﬂussparame-
ter (z.B. Photonenzahl, Markierungs eﬃzienz) Schwankungen einer Normalverteilung mit
praxisorientierten Standardabweichungen unterlagen (s. Tabelle 9.2). Dabei wurde ein be-
sonderes Augenmerk auf die Standardabweichung der simulierten Abstände gelegt, indem
sie von 0 nm bis 5 nm variiert wurde. Dadurch konnte mögliche intrinsische probenbezoge-
ne geometrische Inhomogenität u(d j) abgeschätzt werden. Sehr interessante Rückschlüsse
ließen sich ziehen, wenn zunächst der Wert 0 nm betrachtet wird. Die ermittelte Stan-
dardabweichung des Abstands betrug nur ca. 1 nm. Hingegen lieferten simulierte Stan-
dardabweichungen im Wert von 4  5 nm eine Abstandsverteilung, die der experimentell
gewonnenen sehr ähnelte (ebenso 4  5 nm, s. Abbildung 9.10). Das ist ein Hinweis darauf,
dass eine der Hauptquellen der Heterogenität der gemessenen Abstände aus den intrin-
sischen strukturellen Schwankungen der DNA-Origami-Strukturen stammen. Dies kann
durch Verformungen infolge Defekte einzelner DNA-Origami-Strukturen oder durch ihre
3D-Orientierung auf der Oberﬂäche (nur die 2D-Projektion wurde gemessen) zustande
kommen. Die Unsicherheit dieser Einﬂussgröße wurde daher schätzungsweise mit 5 nm
(0,05 Pixel) beziﬀert. Obwohl dieser Eﬀekt einen nicht unerheblichen Einﬂuss hat, wird
dessen Beitrag zur Messunsicherheit durch den Mittelungsprozess und hohe Anzahl der
ausgewerteten Doppelspots (also Standardfehler, s. Gleichung 5.4) relativiert. Des Wei-
teren wurde der Einﬂuss des Fitfehlers aus der Anpassung der oben erwähnten Funktion
(Gleichung 4.5) an die Daten. Der Messunsicherheitsbeitrag von δd fit wurde aus dem
mittleren Fehler des Fitparameters zur Abstandsbestimmung gewonnen.




Tabelle 5.3: Messunsicherheitsbudget für die Bestimmung des mittleren Abstands aproj zwi-
schen den Markierungen der rechteckigen DNA-Origami-Strukturen (Mikroskop 1).
Erweiterte Messunsicherheit: u= 2,4 nm für k=2.
Einﬂussfaktor u (k=1) Beitrag zu u von aproj (nm)
P 0,5 nm/px 0,3
d j 0,05 px 0,16
δd fit,j 0,0035 px 0,01
δdumgeb 0,005 px 0,5
δd blink 0,001 px 0,1
δd fp 0,009 px 0,9
δdmod 0,005 px 0,5
Die mittleren Abstände aproj und die resultierende Gesamtmessunsicherheit für alle drei
Mikroskope sind der in Abbildung 5.22 dargestellt. Laut GUM-Software betrug die erwei-
terte Messunsicherheit 2,4 nm (k=2) für alle Mikroskope.
Abbildung 5.22: Mittlere Abstände zwischen zwei Markierungen auf den rechteckigen DNA-
Origami-Strukturen (mit den theoretischen Abstandswerten von 65 nm und
32,5 nm), die an drei unterschiedlichen kalibrierten TIRF-Mikroskopen gemes-
sen wurden: 59,0± 2,4 nm und 29,1± 2,4 nm (Mikroskop 1); 58,8± 2,4 nm und
28,8± 2,4 nm (Mikroskop 2); 58,6± 2,4 nm und 28,9± 2,4 nm (Mikroskop 3).




Die wichtigsten Beiträge zur Messunsicherheit der Abstände sind auf die ﬁnale Pixelgröße
des EMCCD-Kamerachips und den Identiﬁzierungsprozess der DNA-Origami-Strukturen
zurückzuführen. Die Ergebnisse aller 3 Mikroskope lagen in einem Intervall von ca. 1 nm.
Obwohl die gemessenen Abstandswerte im Schnitt ca. 3 - 5 nm von den theoretischen
Design-Abständen abweichen, weisen sie eine sehr hohe Reproduzierbarkeit und vor allem
Vergleichbarkeit auf unabhängig davon, an welchem Mikroskop die Messungen durchge-
führt wurden.
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6 Zusammenfassung und Ausblick
Der Schwerpunkt dieser Arbeit lag darauf, die qualitative und quantitative Anwendungs-
möglichkeiten der strukturellen DNA-Origami-Nanotechnologie in der Fluoreszenzmikro-
skopie zu erweitern.
Zunächst wurden Untersuchungen zur Optimierung der photophysikalischen Eigenschaf-
ten ﬂuoreszierender Moleküle im Hinblick auf die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungs-
mikroskopie durchgeführt. dSTORM gehört zu den ersten etablierten lokalisierungsbasier-
ten Superauﬂösungsmethoden, die auf der Entdeckung des reversiblen Photoschaltens der
rot-absorbierenden Cyanin-Farbstoﬀe (Cy5, Alexa647) unter Einsatz von aliphatischen
Thiolen und einer blau-verschobenen Lichtquelle (z.B. UV) basiert. Im Rahmen dieser
Arbeit wurde untersucht, inwieweit dSTORM durch weitere chemische Zusätze optimiert
werden kann. Ein besonderes Augenmerk lag auf der Erhöhung der Photonenzahlen pro
Anzustand bzw. Lokalisierung in dSTORM durch den Einsatz von Triplett-Quenchern
wie COT und ROXS. Unter TIRF-Aufnahmebedingungen konnte im Falle beider Triplett-
Quencher eine Verlängerung der Anzustände beobachtet werden, was auf die konkurrie-
renden Prozesse zwischen β-Mercaptoethanol (ME) und Triplett-Quencher (COT, ROXS)
um die Entvölkerung der Triplett-Zustände zurückzuführen ist. Andererseits konnten stö-
rende Wechselwirkungen zwischen ROXS und höchstwahrscheinlich dem dunklen Zustand
infolge einer ME-Addition an die Doppelbindung der Cyanin-Farbstoﬀe festgestellt wer-
den, welche sich in Form von verkürzten Auszuständen äußerten. Allerdings konnte die
Dauer der Auszustände durch den Einsatz geringerer Leistung der Reaktivierungslicht-
quelle (UV) verlängert werden. Die Zunahme der Photonenzahl pro Lokalisierung konnte
für alle betrachteten Fälle durch den Einsatz höherer Laseranregungsleistungen realisiert
werden und im Hinblick auf Superauﬂösungsmikroskopie anhand ﬂuoreszenzmarkierter
DNA-Origami-Nanometerlineale in Form von sogenannten Doppelspots demonstriert wer-
den. Insgesamt konnte eine Verdreifachung der Photonenzahl pro Lokalisierung unter bei-
den Triplett-Quenchern im Vergleich zu dSTORM ohne Zusätze beobachtet werden. Aller-
dings hat diese Herangehensweise im Allgemeinen eine naturgegebene Limitierung. Durch
die Erhöhung der Photonenzahl pro Anzustand wird die Anzahl der erhaltenen Lokalisie-
rungen pro Farbstoﬀmolekül in Mitleidenschaft gezogen. Das Gesamtphotonenbudget der
einzelnen Farbstoﬀmoleküle wird innerhalb von wenigen Lokalisierungen aufgebraucht.
Daher erscheint diese Kombination aus dSTORM und Triplett-Quenchern für solche Pro-
ben von Vorteil zu sein, die eine sehr hohe Markierungsdichte haben.
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Im Allgemeinen ist die dSTORM-Superauﬂösungsmethode unter Verwendung von rot-
absorbierenden Cyanin-Fluoreszenzfarbstoﬀen auf die essentiellen chemischen Zusätze wie
ME und Sauerstoﬀentzugssystem angewiesen, die nicht mit jedem zu untersuchenden Sys-
tem kompatibel ist. Daher stellen sogenannte spontan blinkende Fluoreszenzfarbstoﬀe [16]
eine konkurrenzfähige Alternative dar, die momentan Gegenstand aktueller Forschung
sind. Dabei handelt es sich um Si-Rhodamin-Derivate, die sich im thermischen Gleichge-
wicht abhängig vom externen pH-Wert zwischen der oﬀenen ﬂuoreszierenden Form und
dem Dunkelzustand infolge einer intramolekularen Ringschließung beﬁnden. Neben der
fehlenden Notwendigkeit zu chemischen Zusätzen sowie zum Einsatz des phototoxischen
UV-Lichts, besteht ein zusätzlicher Vorteil dieser Farbstoﬀe darin, dass sie in geschlosse-
ner und somit ladungsneutraler Form zellpermeabel sind. Dagegen sind die meisten or-
ganischen Fluoreszenzfarbstoﬀe inklusive der rot-absorbierenden Cyanine hydrophil und
somit kaum zellpermeabel. Das Photonenbudget pro Anzustand der spontan blinken-
den Farbstoﬀe ähnelt dem der dSTORM-Methode, wobei aktuell ﬁeberhaft an möglichen
chemischen Modiﬁkationen des Fluorophorzentrums zur Erhöhung der Quantenausbeute
geforscht wird. Bis dato wird die DNA-PAINT-Methode als Rekordhalter im Hinblick auf
die höchsten praktisch realisierbaren Photonenzahlen pro Lokalisierung (bis zu 50.000)
unter den am häuﬁgsten angewandten lokalisierungsbasierten Superauﬂösungstechniken
angesehen. Dennoch stellt DNA-PAINT aus experimenteller Sicht hohe Anforderungen,
insbesondere in Bezug auf Untersuchungen in lebende Zellen, da jedes Zielmolekül einen
DNA-Ankerstrang zum Anbinden der frei schwimmenden ﬂuoreszenzmarkierten DNA-
PAINT-Stränge im nM-Bereich tragen muss.
Ein weiterer Schwerpunkt dieser Arbeit bestand darin, die Fluoreszenzmarkierungen für
DNA-Origami-Nanostrukturen mit ﬂuoreszierenden Proteinen zu erweitern. Fluoreszie-
rende Proteine sind weit verbreitete genetisch kodierte Fluoreszenzmarker, die jedoch in
ihren photophysikalischen Eigenschaften (Helligkeit, Photostabilität) den synthetischen
organischen Fluoreszenzfarbstoﬀen unterlegen sind. Es wurde untersucht, wie ﬂuores-
zierende Proteine am Beispiel von EYFP und unter Zuhilfenahme der DNA-Origami-
Strukturen im Hinblick auf die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie durch
externe Einﬂussfaktoren, wie z.B. dSTORM-Bedingungen, optimiert werden können. Be-
kanntlich weisen EYFP-Moleküle ein intrinsisches Blinkverhalten im ms-Bereich sowie
langlebige Dunkelzustände unter physiologischen Bedingungen auf aufgrund des Proto-
lysegleichgewichts und der cis-trans-Isomerisierung des Fluorophorzentrums. Zum Im-
mobilisieren an die DNA-Origami-Strukturen via DNA-Hybridisierung wurden EYFP-
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Moleküle mit einem DNA-Strang unter Erhalt der Fluoreszenzfähigkeit sowie der struk-
turellen und biochemischen Intaktheit stöchiometrisch kontrolliert gekoppelt. Die TIRF-
Einzelmolekülmessungen von solchen mit jeweils einem EYFP-Molekül markierten Kon-
strukten unter dSTORM-Bedingungen oﬀenbarten einen starken stabilisierenden Eﬀekt,
indem die Fluoreszenzﬂuktuationen im ms-Bereich um den Faktor 5 zeitlich länger auf-
rechterhalten werden konnten. Bei allen Einzelkomponenten der dSTORM-Puﬀerzusam-
mensetzung (Sauerstoﬀentzug/ME/Tris-Puﬀer) blieb dieser Eﬀekt aus. Im Anschluss wur-
den die Beobachtungen aus den photophysikalischen Untersuchungen einzelner EYFP-
Moleküle mit Superauﬂösungsmessungen veriﬁziert. Dabei konnten DNA-Origami-Test-
strukturen, die mit zwei Markierungen bestehend aus mehreren EYFPs in einem Abstand
von mindestens ca. 100 nm ausgestattet waren, in guter Qualität unter dSTORM in Form
von Doppelspots aufgelöst werden. Dabei handelte sich um die erste realisierte super-
aufgelöste DNA-Origami-Teststruktur unter Verwendung von ﬂuoreszierenden Proteinen.
Diese Qualitätssteigerung der superaufgelösten Bilder unter dSTORM-Bedingungen wur-
de auf die Erhöhung der Lokalisierungszahl um den Faktor 5 infolge der gesteigerten
Photostabilität zurückgeführt. Analoge Superauﬂösungsergebnisse wurden aus den Zell-
messungen von EYFP-markierten Mikrotubuli-Strukturen ohne Beteiligung der DNA er-
halten. Aufgrund der strukturellen Komplexität und der Fülle der Einﬂussfaktoren auf
das Fluorophorzentrum im Inneren ﬂuoreszierender Proteine bedarf die Aufklärung des
dSTORM-Wirkungsmechanismus weiterer Untersuchungen. Gezielte Mutationen der dem
Fluorophorzentrum naheliegenden Aminosäuren oder ein Vergleich der mit EYFP eng
verwandten FP-Analoga können möglicherweise bei der Aufklärung des Mechanismus be-
hilﬂich sein.
Aktuell entwickelt sich die lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie von einer
qualitativen bildgebenden Methode jenseits der Beugungsgrenze zu einer quantitativen
Charakterisierungsmethode der zu untersuchenden Systeme. Dabei spielt die mittlere An-
zahl der Lokalisierungen pro Fluoreszenzmarker eine zentrale Rolle, um die Verteilung der
ﬂuoreszenzmarkierten Zielmoleküle innerhalb z.B. einer innerzellulären superaufgelösten
Struktur genau zu bestimmen und sogar weiter zu diagnostischen Zwecken einzusetzen.
Da ﬂuoreszierende Proteine als am weitesten verbreitete Fluoreszenzmarker in zellulären
Untersuchungen eingesetzt werden, bedarf dieses nächste Entwicklungsstadium der Su-
perauﬂösungsmikroskopie einer etablierten und zuverlässigen Strategie zu kontrollierter
Immobilisierung und eindeutiger Identiﬁzierung sowie Charakterisierung von einzelnen
ﬂuoreszierenden Proteinen. Eine dieser möglichen Strategien unter Einsatz von der DNA-
Origami-Technik wurde im Rahmen dieser Arbeit erarbeitet und präsentiert. Des Weiteren
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konnte gezeigt werden, dass die präsentierte Konjugations- und Immobilisierungsmethode
auf weitere Klassen der ﬂuoreszierenden Proteine wie z.B. photoaktivierbares PAmCherry
ausgeweitet werden kann (s. Abbildung 6.1).
Abbildung 6.1: PALM-Superauﬂösungsmikroskopie von 12-Helixbündel-DNA-Origami-
Srukturen, die mit PAmCherry-DNA-Konjugaten in einem Abstand von
160 nm markiert wurden. (a) Exemplarische TIRF-Bilder vor und nach der
Reaktivierung mit UV-Licht, (b) superaufgelöstes Bild.
Ein weiterer Entwicklungsschritt der Superauﬂösungsmikroskopie zu einer quantitativen
Charakterisierungsmethode bestand darin, die Anwendung von DNA-Origami-Nanometer-
linealen im Bereich der Nanometrologie zu demonstrieren. Nanometrologie ist ein For-
schungsfeld, das sich unter anderem mit der messtechnischen Rückführung der Eigenschaf-
ten von Objekten auf der Nanoskala beschäftigt. Die Herausforderungen bestehen häuﬁg
im komplexen physikalischen Verhalten nanoskopischer Objekte, welches z.B. aufwändig
zu kontrollieren oder durch quantenmechanische Eﬀekte beeinﬂusst sein kann. Nur rückge-
führte Messwerte, welche mit unterschiedlichen Instrumenten gemessen wurden, legitimie-
ren die Vergleichbarkeit derer untereinander. Da DNA-Origami-Nanometerlineale weltweit
als Teststrukturen für die Superauﬂösungsmikroskopie eingesetzt werden, bedarf es der
Etablierung einer einheitlichen nanometrologischen Herangehensweise an die Bestimmung
der Messunsicherheit nach GUM, die in Kooperation mit der PTB Braunschweig entwi-
ckelt wurde. Zu nanometrologischen Zwecken wurde die DNA-PAINT-Superauﬂösungs-
methode an drei unterschiedlichen TIRF-Mikroskopen verwendet, da diese am eﬀektivsten
zu kontrollieren ist und die beste Datenqualität unter lokalisierungsbasierten Methoden
liefert. Die unmittelbare Rückführung der superaufgelösten DNA-Origami-Abstände be-
stand in der Kalibrierung der Kamerapixelgröße mit Hilfe eines rückführbar kalibrierten
Objektmikrometers für jedes der benutzten TIRF-Mikroskope. Daraus konnten die er-
haltenen Superauﬂösungslokalisierungsdaten von Pixeln in Nanometer umgerechnet wer-
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den, um anschließend die Abstandsinformationen zwischen den Fluoreszenzmarkierun-
gen auf der Basis der SI-Einheit zu gewinnen. Die Schwierigkeiten der Nanometrologie
bestehen in der Komplexität und Fülle der Einﬂussfaktoren, die identiﬁziert und de-
rer Standardmessunsicherheiten für GUM quantitativ abgeschätzt werden müssen. Einige
dieser Einﬂussfaktoren wie z.B. das Blinkverhalten oder die Breite der Lokalisierungs-
wolke konnten nur anhand von Monte-Carlo-Simulationen abgeschätzt werden. Summa
summarum stammen die maßgeblichen Unsicherheitsbeiträge aus dem Auswertungspro-
zess in Form von Identiﬁkation der DNA-Origami-Strukturen als superaufgelöste Dop-
pelspots und verwendetem Evaluierungsmodell zur Abstandsbestimmung. Trotz heraus-
ragender Eigenschaften der DNA-Origami-Nanotechnologie können diese Nanostruktu-
ren Faltungsfehler oder strukturelle Spannungen und somit Heterogenitäten aufweisen.
Dadurch kann der mittlere Abstand vom theoretischen Wert abweichen, was durch die
durchgeführten DNA-PAINT-Experimente an ﬂuoreszenzmarkierten rechteckigen DNA-
Origami-Strukturen bestätigt wurde (theoretisch: 65 - 32,5 nm, gemessen: 59 - 29 nm). Der
Eﬀekt dieser strukturellen Heterogenitäten auf die kombinierte Messunsicherheit der Ab-
stände wird statistisch durch eine große Zahl ausgewerteter Strukturen verkleinert. Somit
ist der Einsatz der DNA-Origami-Technik als Längen- bzw. Auﬂösungsstandard auf ei-
ne große Zahl der evaluierten superaufgelösten Strukturen angewiesen. Dennoch weisen
ﬂuoreszenzmarkierte DNA-Origami-Nanostrukturen eine enorme Reproduzierbarkeit und
Vergleichbarkeit gemessener mittlerer Abstände auf. Dies ist unabhängig davon, wann und
an welchem Mikroskop gemessen wurde. Der erhaltene mittlere Abstand ist streng genom-
men eine 2D-Projektion des tatsächlichen Abstands. Eine zunehmende Oberﬂächenrauheit
würde den Abstand deutlich verkürzen. Schätzungsweise ist dieser Eﬀekt für die verwen-
dete BSA-Biotin-NeutrAvidin-Passivierung relativ gering, da es Fälle gibt, bei denen der
aufgelöste mittlere Abstand genau mit dem designten theoretischen Wert bei gleicher
Immobilisierungsmethode übereinstimmt [84]. Insgesamt wurden kombinierte erweiterte
Messunsicherheiten (k=2) im Wert von 2,4 nm für alle drei benutzte TIRF-Mikroskope
und und zwei aufzulösende Abstände ermittelt. Der Beitrag der mikroskopspeziﬁschen
Messunsicherheiten ist in allen drei Fällen sehr ähnlich. Somit sind die kombinierten Mes-
sunsicherheiten der Abstände für drei Mikroskope sehr ähnlich.
Neben den lateralen Abstandsmessungen können DNA-Origami-Strukturen auch für die
axiale Längenskala eingesetzt werden. Allgemein ist die axiale Auﬂösung etwas schlech-
ter als die laterale und die Vermessung gestaltet sich deutlich aufwendiger. Daher soll
im nächsten Schritt die nanometrologische Betrachtung auf 3D-Messungen ausgeweitet
werden. Da lokalisierungsbasierte Superauﬂösungsmikroskopie nur eine der gängigen Su-
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perauﬂösungstechniken ist, soll so ein Kalibrierprozess unter Berücksichtigung jeweiliger
technischen Besonderheiten für andere Methoden (STED, SIM) entwickelt werden. Dies
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Hier sind die benutzten Abkürzungen zusammengefasst:
AS Ascorbinsäure





dSTORM engl. direct stochastic optical reconstruction microscopy
(EM)CCD engl. electron multiplying charge-coupled device
EYFP engl. enhanced yellow ﬂuorescent protein
FP engl. ﬂuorescent proteins bzw. ﬂuoreszierende Proteine
FWHM engl. full width at half maximum, Halbwerstbreite
GUM engl. guide to the expression of uncertainty in measurement
IC engl. internal conversion




PAINT engl. point accumulation for imaging in nanoscale topography
PET Photoinduzierter Elektronentransfer
PSF engl. point spread function
ROXS engl. reducing and oxidizing system
RT Raumtemperatur
S Singulett-Zustand
SNR engl. signal to noise ratio
STED engl. stimulated emission depletion
T Triplett-Zustand












Tabelle 9.1: Zusammensetzung eines 15 %-igen SDS-PAGE-Gels
Sammelgel Trenngel
H2O 2,1 mL 1,1 mL
1M Tris, pH 6,8 0,38 mL 1,3 mL
10% (w/v)SDS 30 µL 50 µL
30% PAA 0,5 mL 2,5 mL
10% (w/v) APS 30 µL 50 µL
TEMED 3 µL 5 µL
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Abbildung 9.1: a. Histogramme von Alexa647-Kinetikdaten: Dauer der Auszustände (tOFF),
der Anzustände (tON) und Photonenzahl pro Anzustand mit entsprechenden
monoexponentiellen Anpassungen mit jeweils unterschiedlichen chemischen Zu-




Abbildung 9.2: b. Histogramme von Alexa647-Kinetikdaten: Dauer der Auszustände (tOFF),
der Anzustände (tON) und Photonenzahl pro Anzustand mit entsprechenden
monoexponentiellen Anpassungen mit jeweils unterschiedlichen chemischen Zu-
sammensetzungen (ROXS/dSTORM 7 bis 42 mM ME).
Abbildung 9.3: c. Histogramme von Alexa647-Kinetikdaten: Dauer der Auszustände (tOFF),
der Anzustände (tON) und Photonenzahl pro Anzustand mit entsprechenden
monoexponentiellen Anpassungen mit jeweils unterschiedlichen chemischen Zu-
sammensetzungen (ROXS/dSTORM 70 mM ME).
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Abbildung 9.4: (a-b) Kinetikdaten von Cy5 aufgenommen an einem TIRF-Mikroskop unter Ver-
wendung von dSTORM 70 mM ME und ROXS/dSTORM 7 bis 70 mM ME:
mittlere Dauer der Anzustände (tON), mittlere Photonenzahl pro Anzustand,
mittlere Dauer der Auszustände (tOFF). Dargestellte Fehlerbalken sind Fitfeh-
ler aus monoexponentiellen Anpassungen von Histogrammen der präsentierten
Kinetikdaten, die jeweils von über 150 einzelnen Farbstoﬀmolekülen stammen.
Abbildung 9.5: Superauﬂösungsmessungen von Alexa647-ﬂuoreszenzmarkierten rechteckigen
DNA-Origami-Strukturen, präsentiert in Abbildung 5.7. Abstandshistogramme
mit entsprechenden Gauß-Fits für unterschiedliche Puﬀerzusammensetzungen:
dSTORM (a), COT/dSTORM (b), ROXS/dSTORM (c). Standardabweichun-
gen der verwendeten Gauß-Fits wurden für die Fehlerangabe verwendet.
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Abbildung 9.6: Superdex-Gelﬁltrationschromatographie von EYFP mit einer zusätzlichen Cy-
steingruppe am C-Ende nach der Aktivierung mit DTT.
Abbildung 9.7: Demonstration von UV-Photoreaktivierung von EYFPs, die an 12-Helixbündel-
DNA-Origami-Strukturen in einem Abstand von 100 nm immobilisiert wurden
(s. Abbildung 5.16 e). Die Messungen wurden unter alternierender Anregung
mit 488 nm ca. (80 Wcm−2) und Reaktivierung mit 405 nm (500 W cm−2) im
Tris-Puﬀer durchgeführt. Jedes der dargestellten Bilder entstand durch Aufsum-
mierung von 60 aufeinanderfolgender TIRF-Bilder vor (a, b, d, f, h) und nach
UV-Reaktivierung (c, e, g). EYFP-Moleküle konnten maximal bis zu zweimal
durch UV reaktiviert werden.
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Abbildung 9.8: Abstandshistogramme (ausgewertet nach Gleichung 4.5, s. Material und Metho-
den mit P=101 ± 0,5 nm) von superaufgelösten Strukturen, die als solche durch
den automatischen Auswertungsalgorithmus mit (rot) und ohne (grau) nach-
träglicher manueller Auslese der Strukturen identiﬁziert wurden. Ohne manuelle
Auslese würden neben den korrekten Strukturen (b) die berechneten Abstände
der falsch erkannten Doppelspot-Strukturen (a, c) ins Gewicht fallen. Fehler sind
hier als Standardabweichung der Gauß-Fitfunktionen angegeben.
Abbildung 9.9: Diﬀerenz zwischen dem Abstands-Sollwert (30 nm) und dem mittleren Abstand
aus der Auswertung (s. Gleichung 4.5) simulierter Doppelspot-Strukturen un-
ter Variation der Standardabweichungen der Lokalisierungswolken (von 0 nm
bis 12 nm). Eingezeichnet ist der Bereich der Standardabweichungen, die auf
experimentell gewonnen Ergebnissen beruhen (s. Abbildung 5.19).
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Tabelle 9.2: Bedingungen für Monte-Carlo-Simulationen der Doppelspots unter Benutzung an-
gegebener Standardabweichung der Probeneigenschaften diente zum Abschätzen der
Unsicherheit infolge struktureller Schwankungen (u (d j)). Die Standardabweichung
der simulierten Abstände variierte von 0 nm bis 5 nm.
Eigenschaft Wert Standardabweichung
Abstand (nm) 30 0 bis 5 nm
# Photonen 18000 3000
# Lokalisierungen/Farbstoﬀ 19 6
# Farbstoﬀ/Markierung 9 0
Markierungseﬃzien (%) 77 28
tON/tOFF 0,02 0
Abbildung 9.10: Ergebnisse von Monte-Carlo-Simulationen von Abständen unter den Bedingun-
gen aus Tabelle 9.2, gestrichelte Linie stellt den mittleren simulierten Abstand
dar.
Abbildung 9.11: Einﬂuss der Blinkkinetik auf die Messunsicherheit, abgeschätzt durch Monte-
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